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Las fitasas o hexafofato de inositol fosfohidrolasas son importantes aditivos de 
alimentos para animales que incrementan la disponibilidad de fósforo y otros minerales 
nutricionalmente importantes en animales monogástricos debido a la hidrólisis enzimática 
del ácido fítico, un factor anti-nutricional presente en la mayoría de los alimentos a base de 
cereales o leguminosas.  
En este trabajo se realizó por primera vez la caracterización bioquímica de dos 
formas recombinantes de fitasas de origen bacteriano producidas en Pichia pastoris. La 
fitasa C recombinante (PhyC-R), la cual es producida de forma natural en Bacillus subtilis y 
reportada como fitasa C nativa (PhyC-N) y la FTE, una forma recombinante que posee un 99 
% de similitud a la fitasa DS11 de B. amyloliquefacies. Además fueron evaluadas las 
propiedades bioquímicas de la fitasas C nativa y dos fitasas fúngicas.  
La PhyC-R producida en P. pastoris mostró propiedades bioquímicas diferentes a su 
forma nativa (PhyC-N), a pesar de compartir una secuencia aminoácidica idéntica. Las 
diferencias podrían haber sido causadas por la glicosilación presente en PhyC-R. 
También se encontraron diferencias en las propiedades bioquímicas entre FTE y las 
reportadas para la fitasa DS11, estas diferencias son probablemente determinadas por los 5 
aminoácidos que no comparten estas dos enzimas y la glicosilación presente en la FTE. 
Con excepción de la FTE, todas las fitasas evaluadas fueron estables a 37ºC por 120 
min. Las fitasas comerciales presentaron actividad en un intervalo de pH de 2.5 a 5.5 y 
ausencia total de actividad a pH 7.5, mientras que las fitasas bacterianas presentaron la 
mayor actividad a valores de pH de neutros a básicos, conservando hasta un 68 % de 
actividad a pH de 5.5.  
Las fitasas PhyC-R y FTE presentaron actividad a temperaturas de 25 a 70°C. Estas 
mostraron actividades relativas a temperaturas de 25 a 55°C semejantes a las determinadas 
para las fitasas comerciales y más altas que las actividades relativas  presentadas por PhyC-
N. 
Las fitasas bacterianas fueron más termoestables a 60°C que las fitasas comerciales. 
Las PhyC-R y FTE mostraron ser más termoestables a 80°C que la PhyC-N y las fitasas 
fúngicas comerciales. La termoestabilidad de las fitasas bacterianas fue dependiente de las 
condiciones de pH y la concentración de calcio. 
La PhyC-N, PhyC-R y las dos fitasas comerciales mostraron ser estables al 
tratamiento con las enzimas digestiva del camarón Blanco del Pacífico (Litopenaeus 
vannamei) y tripsina porcina, con valores de actividad relativa por arriba del 80 %. 
La FTE mostró ser susceptible al tratamiento con enzimas digestivas de camarón, 
pero mostró ser estable a la tripsina porcina con actividades residuales por arriba del 100 %, 
estos resultados sugieren la generación de polipéptidos estables a tripsina porcina y con 
mayor actividad que la proteína original. 
A diferencia de las fitasas comerciales activas a valores de pH ácidos, y de acuerdo a 
las propiedades bioquímicas determinadas para PhyC-R, esta fitasa es una alternativa viable 
para aplicarse como aditivo en las preparaciones nutrimentales para el camarón y en especies 
con características fisiológicas semejantes para obtener una mayor disponibilidad de fósforo 
fítico y otros nutrientes. Además, la termoestabilidad a 80°C presentada por PhyC-R ofrece 
una ventaja competitiva sobre las dos fitasas comerciales evaluadas en el proceso de 
peletizado. También es factible su aplicación en procesos industriales para disponer del 
fósforo fítico en harinas de origen vegetal, en condiciones de pH neutras y a temperatura 
ambiente, ofreciendo una ventaja técnica y competitiva respecto a las fitasas fúngicas 
comerciales. 
La inestabilidad de la FTE a pH 7.5 y a la acción de las enzimas digestivas de camarón hace 
que esta enzima no sea viable para aplicarse como aditivo en las preparaciones nutrimentales 








Phytase, or hexakisphosphate phosphohydrolase, is an important feed additive used to 
increase the phosphorous availability and other nutritionally important minerals for 
monogastric animals by the enzymatic hydrolysis of phytic acid, an anti-nutritional factor 
present in most of the cereals and legume-based feeds. In this work, the biochemical 
characterization of two recombinant forms of bacterial phytases produced in Pichia pastoris 
was carried out for the first time. The recombinant phytase C (PhyC-R), reported as native 
phytase C (PhyC-N) when produced in its natural form in Bacillus subtilis, and FTE, a 
recombinant form that possesses a 99% similarity with B. amyloliquefacies DS11 phytase. 
Furthermore, biochemical evaluations of the native phytase C and two commercial fungal 
phytases were also carried out. 
Although PhyC-R and PhyC-N share an identical amino acid sequence, PhyC-R 
produced in P. pastoris showed different biochemical properties from those of the native 
form (PhyC-N). The differences may be due to the glycosylation present in PhyC-R. 
Differences were also found between the biochemical properties of FTE and those reported 
for DS11 phytase. These differences may be due to the five amino acids that are not shared 
in both enzymes and the glycosylation that is present in FTE. Except for FTE, all of the 
evaluated phytases were stable at 37ºC for 120 min.  
Commercial phytases exhibit activity at pH values between 2.5 to 5.5 and show a 
total absence of activity at pH 7.5. The bacterial phytases; however, exhibit their activity in 
the neutral to basic pH range, and conserve up to 68% of their relative activity at pH of 5.5. 
PhyC-R and FTE exhibited activities from 25 to 70°C, and relative activities at temperatures 
from 25 to 55°C, that were similar to those shown by commercial phytases and higher than 
those exhibited by PhyC-N. 
The bacterial phytases were more thermostable at 60°C than were commercial 
phytases, and PhyC-R and FTE were more stable at 80°C than was PhyC-N or the 
commercial phytases. The thermostability shown by the bacterial phytases depends on the 
pH and calcium concentration. 
PhyC-N, PhyC-R, and the two commercial phytases appeared to be stable (with 
residual activities above 80%) after being treated with digestive enzymes from the Pacific 
White shrimp (Litopenaeus vannamei) or with porcine trypsin. FTE was susceptible to 
treatment by the shrimp digestive enzymes, but stable to porcine trypsin (residual activities 
above 100%). This suggests that stable polipeptides, with higher activity than the original 
protein’s activity, were generated by the porcine trypsin treatment. 
Because commercial phytases are active at acidic pH, and because of other 
differences in biochemical properties, PhyC-R would be a viable alternative to use as a feed 
additive to increase the availability of phosphorous and other nutritionally important 
minerals for shrimp and similar species. The thermostability of PhyC-R at 80°C offers a 
competitive advantage over the two commercial phytases evaluated in this work, particularly 
for the pelleting process used for feeds. PhyC-R could also be used in industrial processes, 
under gentle conditions (neutral pH and low temperatures), for the enzymatic treatment of 
vegetable meal that will improve the availability of phytic phosphorus, and thus offer a 
technical advantage over the fungal phytases.  
The instability of FTE at pH 7.5 and after being subjected to shrimp digestive 









 El empleo de las fitasas en la industria de los piensos como aditivos comestibles 
para animales monogástricos, principalmente aves y cerdos, es actualmente un hecho, el 
uso de la fabricacion de piensos para estas especies ha aumentado el rendimiento de su 
producción, representando un ahorro estimado en millones de dólares anuales, además 
de la consecuente reducción del deterioro ambiental asociado a la contaminación 
causada por fósforo. (Lei & Sthal, 2001), el empleo de fitasas en la nutrición de camarón 
ofrece una alternativa para resolver los efectos antinutricionales de los fitatos presentes 
en las harinas vegetales. 
 El cultivo de camarón es una de las áreas de más rápido crecimiento en la 
industria de producción acuícola mundial. En la actualidad el factor alimento tiene un 
papel muy importante en el desarrollo y la viabilidad de la industria del cultivo de 
camarón, ya que representa hasta un 50% de los costos de producción, constituye la 
principal fuente de contaminación de los efluentes acuícola y puede modificar la calidad 
e inocuidad del producto terminado. Por lo anterior, es particularmente importante el 
desarrollo de alimentos de bajo costo, de alta digestibilidad y amigables con el medio 
ambiente. Una estrategia, es la sustitución de la harina de pescado por fuentes de 
proteínas de origen vegetal de menor costo, aunado a la aplicación de fitasas, lo que 
permitirá producir alimentos con una buena digestibilidad de fósforo y causar menor 
impacto al medio ambiente.  
 Las fitasas disponibles actualmente en el mercado son por lo general de origen 
fúngico, del género Aspergillus, y éstas han sido optimizadas principalmente para su 
empleo en la producción de cerdos y aves. La optimización de la eficacia de las fitasas 
se han enfocado principalmente en el desarrollo de fitasas con alta actividad catalítica a 
valores de pH ácidos de 2 a 5 y a las temperaturas del tracto gastrointestinal de las 
especies animales monogástricos terrestres, estabilidad a altas temperaturas y resistencia 
a las enzimas proteolíticas digestivas. De acuerdo a estos criterios, las fitasas adecuadas 
para la alimentación del camarón deberían tener actividad a valores de pH 7 a 8, y a un 
 2 
intervalo de temperaturas de 26 a 32 ºC, condiciones presentes en el aparato digestivo de 
las especies de camarón y del medio acuoso de los estanques de cultivo; además se 
requiere que éstas posean resistencia al ataque proteolítico de las enzimas digestivas de 
esta especie, estabilidad a las temperaturas empleadas en el proceso de los alimentos y 
una lixiviación limitada de la fitasa adicionada al alimento, en el medio acuático. A 
pesar de que la efectividad de algunas de las fitasas comerciales ha sido evaluadas en 
peces, existen escasos reportes en cuanto la eficacia en la nutrición del camarón. 
 Debido a que las características de pH y temperatura que reúnen la fitasas 
bacterianas de B. subtilis, las hacen candidatas para el empleo como aditivo en la 
alimentación del camarón, y especies con fisilogía semejate, para mejorar las 
propiedades nutrimentales de harinas de fuente vegetal. Sin embargo es indispensable 
evaluar las propiedades bioquímicas que ofrecen estas fitasas para su aplicación 
específica.  
 En basa a lo anterior, el objetivo del presente trabajo fue el de caracterizar 
bioquímicamente tres fitasas del género Bacillus para valorar su potencial de uso en la 
nutrición de especies como el camarón Blanco del Pacífico (Litopenaeus vannamei). En 
el presente trabajo se realizó una comparación de las propiedades bioquímicas de cinco 








La determinación de las propiedades bioquímicas de fitasas del género Bacillus y su 
comparación con dos fitasas comerciales permitirá la valoración de su uso potencial en 







3.1 Objetivo general 
 
Caracterizar bioquímicamente tres fitasas del género Bacillus para su valoración en su 
potencial de aplicación en la nutricion del camarón Blanco del Pacífico (Litopenaeus 
vannamei). 
 
3.2 Objetivos específicos 
 
1. Producción de la Fitasa C nativa (PhyC-N) a travez del desarrollo de cultivos de B. 
subtilis VTT E-68013 bajo condiciones de inducción del gen phyC.  
2. Producción de las Fitasa C recombinante (PhyC-R) y Fitasa C recombinante 
modificada (FTE) a travez del desarrollo de cultivos de cepas de Pichia pastoris bajo 
condiciones de inducción del gen phyC y gen phyC. 
3. Obtención de preparaciones crudas y semipurificadas de las tres fitasas bacterianas a 
partir de los sobrenadantes de los medios de cultivo. 
4. Evaluar y comparar la actividad enzimática a cuatro valores de pH a 37°C, de las tres 
fitasas bacterianas (PhyC-N, PhyC-R y FTE) y dos fitasas fúngicas comerciales. 
5. Evaluar y comparar la actividad enzimática a diferentes temperaturas (25, 37, 45, 55, 
70 y 80°C) de las tres fitasas bacterianas (PhyC-N, PhyC-R y FTE) y dos fitasas 
fúngicas comerciales. 
6. Evaluar y comparar la estabilidad a 37°C durante 10, 30 y 120 min de las tres fitasas 
bacterianas (PhyC-N, PhyC-R y FTE) y dos fitasas fúngicas comerciales. 
7. Evaluar y comparar la termoestabilidad a tres temperaturas (37, 60 y 80°C) de las tres 
fitasas bacterianas (PhyC-N, PhyC-R y FTE) y dos fitasas fúngicas comerciales. 
8. Evaluar y comparar la estabilidad a la proteólisis por las enzimas digestivas del 
camarón Blanco del Pacífico (Litopenaeus vannamei) y a la tripsina porcina de las 
tres fitasas bacterianas (PhyC-N, PhyC-R y FTE) y dos fitasas fúngicas comerciales. 








4.1. Generalidades sobre el ácido fítico  
 El ácido fítico (myo-inositol 1,2,3,4,5,6 hexafosfato, IP6) es un compuesto 
formado por inositol esterificado con seis grupos fosfatos, las sales de éste son 
conocidas con el término de fitato. El fitato es la principal forma de almacenamiento de 
inositol y fosfato en las semillas de plantas y en granos (Pointillart, 1994a). El fitato es 
formado durante la maduración de las plantas y en la germinación de las semillas 
representa del 60-90% del fosfato total (Loewus, 2002). Por tal razón, el fitato es un 
componente común en los alimentos derivados de plantas.  
 Debido a los 6 grupos fosfatos, el fitato se encuentra cargado negativamente en 
un amplio rango de pH, interaccionando fuertemente con componentes de los alimentos 
que se encuentren cargados positivamente, tales como minerales, elementos traza y 
proteínas (Konietzny & Greiner, 2003; Cheryan, 1980). Esta interacción afecta la 
calidad nutricional, además del rendimiento y la calidad de los alimento (Caransa et al., 
1988)  
 Los 6 grupos fosfato del ácido fítico muestran una fuerte capacidad para quelar 
cationes de minerales como zinc, hierro, magnesio, manganeso y cobre (Konietzny & 
Greiner, 2003; López et al., 2002). La formación de complejos de fitato-mineral a 
valores de pH fisiológico conduce a una pobre biodisponibilidad de estos minerales, ya 
que estos complejos no son absorbidos en el tracto gastrointestinal de humanos y 
animales monogástricos (Greiner & Konietzny, 2006). La solubilidad y la estabilidad de 
los complejos fitato-mineral decrecen a medida que los residuos de fosfato son 
removidos del fitato, por lo cual la remoción de fosfatos del fitato mejora la absorción de 
los minerales que interaccionan con éste (Han et al., 1994)  
 Debido a su unión a proteínas mediante interacciones electrostáticas, el ácido 
fítico puede también interferir en la digestión de las proteínas al afectar la solubilidad de 
éstas, (Cheryan, 1980). A pH ácido, el ácido fítico posee una fuerte carga negativa para 
interaccionar con proteínas con carga positiva. A pH neutro y alcalino, tanto el ácido 
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fítico como las proteínas poseen carga negativa, por lo que se cree que son necesarios 
cationes multivalentes, como el calcio para, formar el complejo fitato-proteína (Rham & 
Jost, 1979; Cheryan, 1980). La interacción del fitato con las proteínas puede afectar en 
su estructura y como consecuencia en la actividad enzimática, solubilidad y 
digestibilidad proteolítica, aunque en este último caso aún existe controversia al respecto 
(Greiner & Konietzny, 2006). 
 La interacción del ácido fítico no se limita solamente a las proteínas ingeridas 
con el alimento, sino que también se ha reportado la inhibición de enzimas digestivas 
endógenas, tales como la -amilasa (Brenes, 2002, Knuckles & Betschart, 1987; 
Desphande & Cheryan, 1984), lipasas (Knucckles, 1988) y proteasas (Singh & 
Krikorian, 1982; Inagawa et al., 1987) tales como tripsina, pepsina y quimotripsina. Esta 
inhibición, puede ser debido a la interacción del fitato con las proteínas, o debido a la 
acción quelante del fitato sobre el ion calcio, el cual es esencial para la actividad de la 
tripsina y la -amilasa. 
 Así, el fitato es considerado como un factor antinutricional debido a su acción 






, y la interacción con 
proteínas importantes nutricionalmente disminuyendo la biodisponibilidad de ambos 
nutrientes (Urbano et al., 2000). 
Por otro lado, los animales monogástricos son incapaces de utilizar el fitato, ya 
que éstos carecen o presentan una baja actividad de fitasa en su tracto digestivo 
(Schroder et al., 1996). Por consiguiente el fosfato inorgánico es agregado 
frecuentemente en sus alimentos, para facilitar el crecimiento óptimo de estos animales. 
Esta práctica conduce a un alto contenido de fitato y fosfato inorgánico en la excreción 
de los animales, lo cual puede estimular el crecimiento de algas y causar eutroficación 
en la superficie del agua.  
 
 
Propiedades químicas del fitato 
 El fitato puede existir en forma libre o como complejo de fitato-metal 
dependiendo del pH y la concentración de cationes en la solución (Fig. 1A). A pH ácido, 
la protonación de los grupos fosfatos del fitato genera una forma libre sin interacciones 
con metales. En contraste, a pH neutro la desprotonacion de los grupos fosfatos cargados 
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Sacado de Oh et al., 2004 
Figura 1 A, B. Efecto de pH y metales en la fisiología natural del fitato. A. El fitato existe en 
forma libre y como complejo fitato-metal, dependiendo del pH, de los metales catiónicos 
divalentes, la magnitud del enlace depende del pH y la relación del metal-fitato. A valores de pH 
alcalino y alta concentración del catión se forma el complejo fitato-metal debido a la interacción 
electrostática directa. B. Los metales con cationes divalentes enlazan los grupos fosfatos del 
fitato dependiendo del radio iónico de los cationes. La formación del complejo fitato-metal 
bidentato es favorecido por la interacción con cationes con un radio iónico grande. 
 
 En el complejo fitato-metal, los metales catiónicos divalentes con un radio iónico 
grande, tal como el Ca
2+
 (0.99Å) y el Sr
2+
 (1.12Å) enlazan dos oxianiones de dos grupos 
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fosfatos en forma de bidentato (Martin & Evans, 1986). Sin embargo, los metales 







 (0.71Å) enlazan dos átomos de oxígeno de un grupo fosfato (Fig. 1B). 
Por tal razón, la formación de la forma bidentato del complejo fitato-metal prefiere los 
metales divalentes con radios de iónicos grandes (Jonson & Tate, 1969; Cheryan, 1980). 
 
 
4.2. Generalidades sobre las fitasas 
 Las fitasas son una clase especial de fosfatasas que catalizan la hidrólisis 
secuencial del fitato a derivados de myo-inositol menos fosforilados y fosfato inorgánico 
(Wyss et al., 1999a). Recientemente, Oh y colaboradores (Oh et al., 2004) han 
clasificado las fitasas en dos clases principales basados tanto en las secuencias de 
aminoácidos y su análisis filogenético, como por las propiedades bioquímicas de éstas: 
las fosfatasas ácidas de histidina (HAP) y las fitasas alcalinas, las cuales correlacionan 
bien con las propiedades bioquímicas y las propiedades catalíticas de cada clase. 
 La mayoría de las fitasas bacterianas, fúngicas y de plantas pertenecen a las 
fosfatasas ácidas de histidina (HAP; EC 3.1.3.3 Van Etten et al., 1991). Todos lo 
miembros de esta familia comparten una sitio activo conservado con la secuencia 
RHGXRXP, la cual está presente solo en esta clase de enzimas (Van Etten et al., 1991). 
 Las fitasas alcalinas son ampliamente distribuidas en la naturaleza (Liu et al., 
1998). Sin embargo, la caracterización enzimática de las fitasas ha sido principalmente 
enfocada en las HAPs, ya que la técnica más ampliamente usada para realizar el 
screening de fitasas se basa en medir la cantidad de fosfato inorgánico liberado del fitato 
libre no unido a metal (fitato de sodio) y usado como sustrato (Englen et al., 1994). Por 
tal razón, el screening de microorganismos o plantas productores de fitasas y la 
clonación de genes que codifican para éstas, conduce a seleccionar principalmente HAPs 
que actúan sobre fitato libre a pH ácido. 
 La Unión Internacional de Química aplicada y la Unión Internacional de 
Bioquímica (IUPAC-IUB 1975) clasificaron las enzimas de HAPs en dos grupos: las 3-
fitasa (hexafosfato de inositol 3-fosfohidrolasa, EC 3.1.3.8) y 6 fitasa (hexafosfato de 
inositol 6-fosfohidrolasa, EC 3.1.3.26), basados en la posición específica de la hidrólisis 
inicial del fitato. La 3-fitasa hidroliza primero el grupo fosfato de la posición 3, mientras 
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que la 6-fitasa hidroliza primero el de la posición 6, dando lugar al 1, 2, 4, 5, 6-
pentafosfato de inositol y el 1, 2, 3, 4, 5-pentafosfato de inositol, respectivamente. 
 Las fitasas son usadas como aditivos en alimentos para animales mejorando la 
biodisponibilidad de fosfato y reduciendo la pérdida de fosfatos y cationes divalentes del 
fitato. 
 Las fitasas existen ampliamente en una variedad de microorganismos, plantas y 
en algunos tejidos de animales (Liu et al., 1998). 
 Las primeras fitasas fueron descritas en cereal de arroz en 1907 y posteriormente 
las fitasas de especies de Aspergillus en 1911 (Dox & Goleen, 1911). También han sido 
encontradas en el cereal de trigo, semillas de plantas, en el tracto gastrointestinal de 
cerdos (Pointillart, 1994b; Yi & Kornegay, 1996), aves (Davies & Motzok, 1972; Maenz 
& Classen, 1998) y en otras especies monogástricas se han encontrado fitasas, 
(Pointillart, 1994a) aunque su actividad fítica es muy escasa.  
 La actividad de fitasa a sido encontrada mas frecuentemente en hongos, tales 
como Aspergillus terreus (Yamada et al., 1968), Aspergillus ficuum, Aspergillus niger 
(Shieh & Ware, 1968). Las fitasas también son producidas en bacterias gram-positivas 
tales como Bacillus y bacterias gram-negativas tales como Aerobacter aerogenes 
(Greaves et al., 1967), Pseudomonas sp. (Cosgrove, 1970), Escherichia coli (Greiner et 
al., 1993) y Klebsiella (Shah & Parekh, 1990; Tambe et al., 1994; Greiner et al., 1997; 
Jareonkitmongkol et al., 1997). Generalmente las fitasas de bacterias gram-negativas son 
proteínas intracelulares, mientras que las fitasas de bacterias gram-positivas y de hongos 
son enzimas extracelulares (Powar & Jagannathan, 1982; Shimizu, 1992; Kerovuo et al., 
1998; Kim et al., 1998a; Choi et al., 2001). 
 En plantas, la actividad de fitasa se encuentra en muchas de las semillas de éstas 
(Chang, 1967; Eskin & Wiebe, 1983; Gibson & Ullah, 1990; Laboure et al., 1993), sin 
embargo solamente las fitasas de trigo, fríjol verde y soja han sido purificadas y 
caracterizadas (Mandal et al., 1972; Maiti et al., 1974; Nagai et al., 1975; Gibson & 
Ullah, 1988). 
 En la tabla I se presentan un listado de fitasas documentadas en la literatura y y 
hospederos empleados para la producción de las formas recombinantes. 
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Tabla I. Litsado de fitasas producidas por diversas fuentes y hospederos empleados para 
la producción de las formas recombinantes. 
Hongos 
Origen de la fitasa Hospedero Localización Referencia 
Aspergillus sp.   Kim et al., 1999a,b. 
A. awamori   Martin et al., 2003. 
A. niger NRRL 3135  EX Shieh et al., 1969. 
A. niger  EX Shieh & Ware, 1968. 
A. niger   Hong et al., 2001; van 
Hartingsveldt et al., 1993. 
A. niger   Mandviwala & Khire, 2000. 
A. niger   Krishna & Nokes, 2001. 
A. niger Escherichia coli  Phillippy &d Mullaney, 1997. 
A. niger S. cerevisiae  Han et al., 1999. 
A. niger Pichia pastoris  Xiong et al., 2004. 
A. niger Pichia pastoris  Han and Lei, 1999. 
A. ficuum   Gibson, 1987. 
A. ficuum   Bogar et al., 2003b. 
A. flavus  EX Shieh &Ware, 1968. 
A. terrus  EX Yamada et al., 1968. 
A. terrus H. polymorpha EX Mayer et al., 1999. 
A. carneus  EX Ghareib, 1990. 
A. oryzae  EX Shimizu, 1993. 
A. fumigatus  EX Pasamontes, 1997b. 
A. fumigatus   Rodríguez et al., 2000a,b. 
A. fumigatus   Martin et al., 2003. 
A. fumigatus   Mayer et al., 1999. 
Mucor sp.  EX Shieh &Ware, 1968. 
Mucor hiemalis   Bogar et al., 2003a. 
Mucor racemosus   Bogar et al., 2003a. 
Penicillum sp.  EX Shieh & Ware, 1968. 
P. caseoicolum  EX Amano Pharmaceuticals, 1995. 
Rhizopus oligosporus  IN y EX Sutardi & Buckle, 1988. 
Rhizopus oligosporus   Bogar et al., 2003a 
Rhizopus oligosporus   Sabu et al., 2002. 
Rhizopus microsporus   Bogar et al., 2003a. 
Rhizopus oryzae   Bogar et al., 2003a. 
Rhizopus thailandensis   Bogar et al., 2003a. 
Consensus H. polymorpha  Mayer et al., 1999. 
Levaduras 
Arxula adininivorans   Sano et al., 1999. 
Fellomyces fuzhouensis   Sano et al., 1999. 
Pichia anomala   Vohra & Satyanarayana, 2004. 
Pichia farinosa   Sano et al., 1999. 
Rhodotorula gracilis   Bindu et al., 1998. 
S. cerevisiae  EX Nayini & Markakis, 1984a. 
Schwanniomyces castelii  EX Lambrechts et al., 1992. 
S. occidentalis   Lambrechts et al., 1993. 
S. occidentalis   Sano et al., 1999. 
Sporobolimyces sp.   Sano et al., 1999. 




Tabla I. (Continuación) 
 
Levaduras 
Origen de la fitasa Hospedero Localización Referencia 
Sterigmatosporus 
polymorphum 
  Sano et al., 1999. 
Kluyveromyces fragilis  EX Lambrechts et al., 1992. 
Candida tropicalis  EX Lambrechts et al., 1992. 
Torulopsis candida   EX Lambrechts et al., 1992. 
Debaryomyces castelii  EX Lambrechts et al., 1992. 
Bacterias 
Bacillus sp.  EX Choi et al., 1999. 
Bacillus subtilis  EX Powar & Jagannathan, 1982. 
Bacillus subtilis   Tye et al., 2002. 
B. subtilis (natto)  EX Shimizu, 1993. 
Bacillus amyloliquefaciens Bacillus subtilis EX Kim et al., 1999 a,b. 
Bacillus licheniformis Bacillus subtilis  Tye et al., 2002. 
B. amyloliquefaciens  EX Kim et al., 1998 a, b. 
Escherichia coli  IN Greiner et al., 1993. 
Escherichia coli   Miksch et al., 2002. 
Escherichia coli   Golovan et al., 2000. 
Escherichia coli S. lividans  Stahl et al., 2003. 
Escherichia coli Pichia pastoris  Rodriguez et al., 1999. 
Escherichia coli Pichia pastoris  Stahl et al., 2003. 
Escherichia coli Pichia pastoris  Chen et al., 2004. 
Klebsiella aerogenes  IN Tambe et al., 1994. 
Klebsiella  IN Shah &Parekh, 1990; Tambe 
et al., 1994; Greiner et al., 
1997; Jareonkitmongkol et 
al., 1997. 
Klebsiella  IN Hwang, 1999. 
K. terrigena  IN Greiner et al., 1997. 
K. oxytoca  IN Jareonkitmongkol et al., 1997. 
Pseudomonas sp.  EX Irving & Cosgrove, 1971. 
Pseudomonas sp.  EX Cosgrove, 1980. 
Pseudomonas mendocina   Richardson & Hadobas, 1997. 
Pseudomonas putida   Richardson & Hadobas, 1997. 
Prevotella ruminicola   Yanke et al., 1998. 
Enterobacter sp.  EX Yoon et al., 1996. 
Citrobacter freundii  IN Delucca et al., 1992. 
Citrobacter braakii   Kim et al., 2003 
Aerobacter aerogenes   Greaves et al., 1967. 
Lactobacillus amylovorus   Sreeramulu et al., 1996. 
Lactobacillus fructivorans   De Angelis et al., 2003. 
L. sanfranciscensis   De Angelis et al., 2003. 
Megasphaera elsdenii   Yanke et al., 1998. 
Mitsuokella jalaludinii   Lan et al., 2002. 
Selenomonas ruminatum   Yanke et al., 1998. 
Weissela confusa   De Angelis et al., 2003. 
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Tabla I. (Continuación) 
 
Plantas 
Origen de la fitasa Hospedero Localización Referencia 
Germinado de maíz  IN Laboure et al., 1993. 
Semillas de soja  IN Gibson and Ullah, 1988. 
Semillas de leguminosas  IN Scout, 1991. 
Typha latifolia (polen)  IN Hara et al., 1985. 
Animales 
M. del intestino de rata  IN Yang et al., 1991 a,b. 
Hígado de rata  IN Craxton et al., 1997. 
Paramecium  IN Freund et al., 1992. 
IN = Intracelular 
EX = Extracelular 
 
4.3. Clasificación de las fitasas 
 Las fosfatasas son una muy diversa clase de enzimas que catalizan la hidrólisis 
del enlace éster-monofosfato en los sistemas biológicos (Vincent et al., 1992). Las 
fosfatasas han sido clasificadas en cinco diferentes subclases: fosfatasas alcalinas, 
fosfatasas ácido púrpura, fosfatasas ácidas de histidina (HAP) de bajo peso molecular, 
HAP de alto peso molecular y protein-fosfatasas. 
 Las fitasas son una clase especial de fosfatasas que catalizan la hidrólisis 
secuencial del fitato a derivados de myo-inositol menos fosforilados y fosfato inorgánico 
(Wyss et al., 1999a).  
 Un análisis filogenético de las secuencias de aminoácidos de varias fitasas 
muestra claramente dos clases de fitasas, las cuales correlacionan con las propiedades 
bioquímicas y catalíticas (Figura 2, Tabla II y III). 
 Una de estas clases, las fitasas ácidas (EC 3.1.3.2), es la subfamilia de fosfatasas 
o fitasas ácidas de histidina HAP, que comparten un sitio activo altamente conservado 
RHGXRXP (Van Etten et al, 1991). 
 Las clase HAP pueden adicionalmente dividirse en tres grupos (PhyA, PhyB, 
PhyC) diferentes de acuerdo en la homología en su secuencia de aminoácidos y en sus 
propiedades bioquímicas, tales como su pH de actividad óptima y la posición especifica 
de la hidrólisis del fitato (Tabla III). La otra clase pertenece al grupo de las fitasas 



















Sacado de Oh et al., 2004 
Figura 2 A, B. Ilustración de la reacción de hidrólisis de fitato por fosfatasas ácidas de 
histidina (HAPs) y fitasas alcalinas. A Las HAPs son capaces de hidrolizar cinco grupos 
fosfatos del fitato a pH ácido, teniendo como producto final el myo-inositol monofosfato. B Las 
fitasas alcalinas son capaces de hidrolizar tres grupos fosfatos específicos del complejo fitato-
calcio a pH alcalino, teniendo como producto final el myo-inositol trifosfato. 
 
 Grupo I, PhyA, en este grupo se encuentras las enzimas con una secuencia de 
465-469 aminoácidos, incluyendo las fitasas extracelulares HAP de A. niger (Van 
Hartingsveldt et al., 1993), A. niger (awamori) (Piddington et al., 1993), A. fumigatus 
(Pasamontes et al., 1997b), A. terrus (Mitchell et al., 1997), Emericella nidulans 
(Pasamontes et al., 1997a), Myceliophthora thermophila (Mitchell et al., 1997), y 
Talaromyces thermophilus (Pasamontes et al., 1997a). Estas fitasas tiene dos valores de 
pH óptimo (2.5 y 5.5) y una temperatura óptima de 55-60ºC (Ullah 1988; Wyss et al., 
1999a). 
 El peso molecular de las fitasas PhyA sin glicosilar oscila entre 48-50 kDa. Sin 
embargo el peso molecular aparente de las fitasas glicosiladas determinado por SDS-
PAGE oscila entre 62-128 kDa y por ultracentrifugación analítica en un intervalo 64-137 





Tabla II. Especificidad de sustrato de fosfatasas ácidas de histidina (HAPs) y fitasas alcalinas de varios organismos. 
La velocidad de hidrólisis del fitato de sodio como sustrato fue tomado como el 100% para la comparación. En el caso de  
las fitasas alcalinas se tomó como sustrato fitato de calcio y no fitato de sodio. 
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Sustrato Actividad relativa (%) 








K. terrigena E. coli spelt B. subtilis 
B. subtilis 
(natto) 
B. amyloliquefaciens T. latifolia L. 
Fitato de sodio 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 
Fosfato p-Nitrofenil  66 1125 393 890 24.2 12.3 29 0 0 0 6 
Fructosa 1,6-bifosfato  27.3 2125 393 -- 11.9 8.5 103 0 -- -- -- 
Fructosa 6-fosfato  2 437 43 -- 7.2 1.3 121 0 -- -- -- 
Glucosa 6-fosfato 13 1062 125 -- 2.1 -- -- 0 -- -- 0 
Ribosa 5-fosfato 2 562 36 -- -- -- -- -- -- -- -- 
A-Glicerofosfato 3 562 43 -- -- -- -- 0 0 0 -- 
B-Glicerofosfato 41 687 157 72 4.9 1.9 38 0 0 0 0 
3-fosfoglicerol 3 750 129 -- -- -- -- 0 -- -- -- 
Na-Pirofosfato 19.4 -- 136 23190 13.7 -- 517 4.2 4.2 2 0 
AMP 0 150 14 -- 10.3 0.4 11 0 -- 0 0 
ADP 8 625 64 -- 11 -- -- 0 -- 0 -- 
ATP 48 875 86 17545 8 0.9 252 0 -- 0 0 
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 Estas fitasas presentan actividad sobre una amplio rango de compuestos con 
fosfato, incluyendo el fitato y otros ésteres de fosfatos (Tabla III; Wyss et al., 
1999b). Ellas hidrolizan el fitato en la posición D-3 generando D-myo-inositol 
(1,2,4,5,6) pentafosfato, por lo cual son clasificadas como 3-fitasas (Cosgrove, 1980; 
Greiner et al. 1997; Wyss et al., 1999b).  
 Grupo II, PhyB, este grupo se incluyen las fitasas HAP extracelulares de A. 
niger (Ethrlich et al., 1993), Saccharomyces cerevisiae (Bajwa et al., 1984) y 
Schizosaccharomyces pombe (Elliott et al., 1986). Este grupo de fitasas presenta 
secuencias de 453-479 aminoácidos y un peso molecular de 48-50 kDa. Un peso 
molecular aparente cuando la proteína esta glicosilada de 65 kDa determinado 
mediante la técnica de SDS-PAGE y de 270 kDa determinado mediante 
ultracentrifugación analítica (Kostrewa et al., 1999). La estructura cristalina de la 
fitasa PhyB de A. niger muestra claramente que presenta una estructura en forma de 
tetrámero (Kostrewa et al., 1999). Estas fitasas tienen un único pH óptimo a 2.5, 
careciendo de actividad a pH 5.5 o a valores más alcalinos y su temperatura óptima 
es de 55-60ºC. Estas enzimas tienen un amplio rango de especificidad de sustrato 
(Ullah & Cummins, 1987; Wyss et al., 1999a). El grupo PhyB hidroliza el fitato libre 
y es clasificada como 3-fitasa (Irving & Cosgrove, 1972; Greiner et al., 2001). 
 Grupo III, PhyC, comprende a las fitasas ácidas de E. coli (Dossa & Boquet, 
1985; Dossa et al., 1990), lisosomas (Pohlmann et al., 1988; Geier et al., 1991) y 
fosfatasas ácido prostáticas (Van Etten et al., 1991) de rata y humano. Estas fitasas 
son proteínas monoméricas no glicosiladas (Wyss et al., 1999b) e intracelulares, 
compuestas de secuencias de 354-439 aminoácidos con un peso molecular de 42-45 
kDa. Las PhyC tienen un único pH óptimo entre 5-6 y una temperatura óptima de 40-
60ºC. 
 La estructura cristalina de la fitasa de E. coli está estrechamente relacionada 
con la fosfatasa ácida de rata (Schneider et al., 1993; Lim et al., 2000), a pesar de la 
baja homología de las secuencias (14% identidad). La estructura de cristal del 
complejo fitasa-fitato de E. coli revela que la región del sitio activo contiene muchos 
grupos con carga positiva demostrando una favorable interacción por el fitato libre a 
pH ácido (Lim et al., 2000). 
 El grupo III de las fitasas no solo son capaces de hidrolizar el fitato libre, sino 
también otros ésteres de fosfatos de la misma manera que lo hacen otras HAPs 
(Ullah & Cummins, 1987; Wyss et al., 1999a) 
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Tabla III. Clasifiacación de las fitasas de acuerdo a sus propiedades bioquímicas y 
moleculares  
Sacado de Oh et al., 2004 
 
 Sin embargo, estas fitasas son consideradas como 6-fitasas ya que hidrolizan 
el fitato preferentemente en la posición D-6 (1-4) (Greiner et al., 1993; Lassen et al., 
2001). Todas las fitasas HAP son capaces de hidrolizar cinco grupos fosfatos del 
fitato libre rindiendo myo-inositol monofosfato como producto final (Wyss et al., 
1999a; Figura. 2A).  
 La otra clase principal de las fitasas, la clase II, comprende las fitasas 
alcalinas, las cuales difieren en muchos aspectos de las fitasas ácidas (HAPs), 
incluyendo el pH óptimo, peso molecular, la estructura terciaria, especificidad del 
sustrato y los requerimientos de iones calcio para la catálisis enzimática. Basada en 
sus diferencias bioquímicas y en sus datos filogenéticos, las fitasas alcalinas de 
Bacillus y algunas semillas de plantas pueden ser clasificadas en otro grupo: PhyD. 
 Grupo IV, PhyD, este grupo comprende las enzimas fitato-específicas de 
Bacillus y algunas plantas, tales como el polen de T. lattifolia (Hara et al., 1985), 
polen de L. longiflorum (Scott & Loewus, 1986; Barrientos et al., 1994) y algunas 
semillas de leguminosas (Scott, 1991). La comparación de secuencias de 
Caracterisiticas 
Fosfatasas ácidas de histidina (HAS) Fitasas 
Alcalinas 
PhyA PhyB PhyC PhyD 
Peso molecular (kDa) 62-128 270 42-45 38-45 
Glicosilación Si Si No No 
pH óptimo 2.5-5 5 5-6 7-8 
Temperatura óptima 
(ºC) 
55-60 55-60 40-60 55-70 
Termoestabilidad Bajo (60ºC) Bajo (60ºC) Bajo (60ºC) Alto (85-95ºC) 
Efecto del Ca
2+
 Inhibición Inhibición Inhibición Estimulación 
Efecto de EDTA Estimulación Estimulación Estimulación Inhibición 
Especificidad de 
sustrato 
Ancho Ancho Ancho Específico  
Fitato natural Fitato libre  Fitato libre Fitato libre Fitato de calcio 
Posision especifica  Posicion D-3 







Producto final IP1 + 5Pi IP1 + 5Pi IP1 + 5Pi IP3 + 3Pi 








Estructura de cristal α-dominio 
pequeño y un α 
/ β grande 
α-dominio 
pequeño y un α 
/ β grande 
α-dominio 
pequeño y un α 
/ β grande 
Seis hojas β 
propella 
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aminoácidos entre estas fitasas es imposible, ya que aún no se encuentran disponibles 
las secuencias de las fitasas alcalinas de las plantas. Sin embargo las fitasas de 
plantas tienen características bioquímicas muy similares a las de Bacillus (Oh et al., 
2001). Varios genes de esta clase de fitasas han sido clonados tales como B. 
amyloliquefaciens (Kim et al., 1998b; Idriss et al., 2002), B. licheniformis (Tye et al., 
2002) y B. subtilis (Kunst et al., 1997; Kerovuo et al., 1998; Tye et al., 2002). Estas 
fitasas presentan secuencias de 383 aminoácidos y son proteínas monoméricas 
extracelulares. El peso molecular es aproximadamente de 42 kDa en SDS-PAGE y 
una masa aparente molecular de 38-44 kDa. 
 Las secuencias de aminoácidos de las fitasa de Bacillus posen una alta 
homología entre ellas con una similitud de un 64-98%. Sin embargo las secuencias 
de aminoácidos de las fitasa de Bacillus no se alinean con otras secuencias de HAPs 
y otras fosfatasas ya conocidas. Es más, éstas no contienen la secuencia conservada 
RHGXRP del sitio activo de las HAPs (Van Etten et al., 1991). El análisis 
filogenético claramente muestra que las fitasas alcalinas no son una subfamilia de las 
HAPs, siendo un nuevo grupo de fitasas (Oh et al., 2004). Más significativamente 
este grupo requiere de calcio para su actividad catalítica y su pH óptimo es de 7-8 
(Powar & Jagannathan, 1982; Shimizu, 1992; Kerovuo et al., 1998; Kim et al., 
1998a; Choi et al., 2001; Idriss et al., 2002). La temperatura óptima es de 55-70ºC y 
ellas son muy termoestables a una temperatura en un rango de 80-95ºC (Kim et al., 
1998a; Choi et al., 2001; Tye et al., 2002). 
 Las fitasas alcalinas tiene una alta especificidad por el complejo fitato-calcio 
(Oh et al., 2001) pero no tienen actividad con pNPP y otros ésteres de fosfatos, los 
cuales son sustratos de las HAPs (Powar & Jagannathan, 1982; Shimizu, 1992; Kim 
et al., 1998a; Choi et al., 2001). También ellas hidrolizan el complejo fitato-calcio 
preferentemente en la posición D-3, rindiendo D-myo-inositol (1, 2, 4, 5, 6) 
pentafosfato como producto inicial (Idriss et al., 2002) y son clasificadas como 3-
fitasas. Las fitasas alcalinas son capaces de hidrolizar tres grupos fosfatos del 
complejo fitato-calcio produciendo myo-inositol trifosfato como producto final 







4.4. Propiedades Bioquímicas de las Fitasas 
 La mayoría de las fitasas pertenecen al grupo de las fitasas ácidas o al de las 
fitasas alcalinas dependiendo de su pH óptimo para su actividad catalítica, el cual 
varía de 2-8. La mayoría de las fitasas de origen fúngico tienen un pH óptimo entre 
4.5-5.6, con algunas excepciones se han reportados valores de pH óptimos de 2 a 2.5 
(Vats & Banerjee, 2005; Ullah & Gibson, 1987; Ullah, 1988; Wodzinki & Ullah, 
1996, tabla IV) y de 6 (Pasamontes et al., 1997b; tabla IV), mientras que algunas 
fitasas de origen bacteriano especialmente las del genero Bacillus tienen un pH 
optimo neutro (6.5-7.5). Las fitasas ácidas de E coli (Greiner et al., 1993), K 
terrigena (Greiner et al., 1997), A. niger (Skowronski, 1978), A. fumigatus (Ullah et 
al., 2000), semillas de canola (Houde et al., 1990), y variedades de trigo (Konietzny 
et al., 1995) tienen un rango de pH óptimo de 4.5-5.5 (tabla IV).  
 En contraste con las fitasas alcalinas de Bacillus (Powar & Jagannathan, 
1982; Shimizu, 1992; Kerovuo et al., 1998; Kim et al., 1998a; Choi et al., 2001; 
Idriss et al., 2002) y algunas semillas de plantas Typha latifolia L. (Hara et al., 1985) 
y la del polen de Lilium longiflorum (Scott and Loewus, 1986,) tiene un rango de pH 
óptimo de 6.5-8.0 (tabla IV). 
 Todas las fitasas fúngicas, bacterianas y de plantas investigadas hasta ahora 
tienen valores de PI ácidos, con excepción de la fitasa de A. fumigatus con un PI 
básico. Las fitasas bacterianas poseen un PI generalmente de 6, mientras que para las 
fitasas fúngicas tiene un valor de PI por de bajo de 5.5.  
 La mayoría de las fitasas han sido caracterizado hasta el momento como 
enzimas monoméricas (Kerovuo, 2000a). El peso molecular de estas enzimas es muy 
variable y éste oscila en rango de 37 a 100 kDa (tabla IV). El alto peso molecular de 
las enzimas de hongos y levaduras es debido a la glicosilación producidas por estos 
organismos (Wyss et al., 1999b). Sin embargo algunas fitasas de plantas y animales 
están constituidas por múltiples subunidades (Yang et al., 1991b), tal es el caso de la 
fitasa que se acumula en el maíz durante la germinación, la cual es una enzima 
























Aspergillus niger  48 65      Wyss et al., 1999a. 
A. niger NRRL 3135  85-100 2.2; 5.0-5.5 58 0.04   Ullah & Gibson, 1987. 
A. niger   90-100 5 55 0.44 45.78 40, 60, 70 y 80 Dvorakova, et al., 1997. 
A. niger   84 5 y 11.5 65 0.1 5.276 80 Casey & Walsh, 2003. 
A.. niger    2-2.5 52-55 0.606  65, 55, 45, 37 y 30 Vats and Banerjee, 2005. 
A. niger (PhyA)  85 2.5, 50 58    Ullah, 1988. 
A. niger (PhyB)  85-100 2.5 60    Ullah & Phillippy, 1994. 
A. terrus 48 70       Wyss et al., 1999a. 
A. terrus  214 4.5 70    Yamada et al., 1968. 
A. carneus   5.6 40    Ghareib, 1990. 
A. carbonarius   4.7 53    Al Asheh & Duvnjak, 1994. 
A. fumigatus 48 70       Wyss et al., 1999a. 
A. fumigatus 49 85-100 5.0 58 0.03  80 Ullah el al., 2000. 
A. fumigatus   6.0    90 Pasamontes et al., 1997b. 
A. ficuum  85-100 2.5-5.0 58 0.004   Ullah et al., 2000. 
A. ficuum 49 87 5.5 58 0.027 2.16 70 Ullah & Sethumadhavan, 2003. 
A. oryzae  120-140 5.5 50    Shimizu, 1993. 
A. nidulans  77.8 5.5 55    Wyss et al., 1999b. 
Citrobacter freundii   2.7, 5.0 52    Delucca et al., 1992. 
Rhizopus oligosporas   4.5 55 0.15 9.47  Sutardi & Buckle, 1988. 
Saccharomyces cerevisiae    4.6 45    Nayini, 1984a. 
S. castelii  490 4.4 77    Sequeilha et al., 1992. 
S. occidentalis  490 4-5 75-80 0.038   Sequeilha et al., 1992. 
K. thermotolerans   4-5 60-65    Nakamura et al., 2000. 
Pichia anomala  64 4 60 0.20   Vohra & Satyanarayana, 2002. 
Penicillum caseoicolum  60-81 3 45    Amano Pharmaceuticals, 1995. 
E. nidulans 49 67       Wyss et al., 1999a. 
M. thermophila 50 66       Wyss et al., 1999a. 
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Tabla IV. (Continuación) 
 
 













Bacillus sp.  46 6 60 0.5 36 80 Choi et al., 2001. 
Bacillus sp.  40 7 70 0.55   Vohra & Satyanarayana, 2003. 
Bacillus subtilis 168  44 6 55  36.9 95 Tye et al., 2002. 
Bacillus licheniformis  47 6 65  23.6 70 Tye et al., 2002. 
Bacillus subtilis(natto)  38 6.0-6.5 60 0.500 8.7  Shimizu, 1992. 
B. subtilis   42 7.0 55  29  Kerovuo et al., 1998. 




8.55  Powar &Jagannathan, 1982. 
B. amyloliquefaciens 39 44  7.0-7.5 70 0.550 20  Kim et al., 1998a. 
Klebsiella sp.   6 37 2.0 62.5  Shah & Parekh, 1990. 
Klebsiella aerogenes  700  4.5-5.2 60 0.11   Tambe et al., 1994. 
K. terrigena  40  5 58 0.3 205 40, 50 y 60 Greiner et al., 1997. 
K. oxytoca  40 5.0-6.0 55    Jareonkitmongkol et al., 1997. 
Escherichia coli 44 42  4.5 55 0.13 811  Greiner et al., 1993. 
Escherichia coli   3.5 55 0.3-2.1  55 Lee et al., 2005. 
Enterobacter cloacae. 27 ND      GenBank acceso no. U92439. 
Pseudomonas sp.   5.5 40 0.016   Irving & Cosgrove, 1971. 
Maíz  76  4.8 55    Laboure et al., 1993. 
Germinado de maíz        Laboure et al., 1993. 
Soja  60  4.5-4.8 55    Gibson & Ullah, 1988. 
Semillas de leguminosas    8 ND    Scott, 1991. 
Semillas de canola   5.2 50    Houde et al., (1990. 
Cucúrbita maxima  66.5 4.8 48    Goel & Drama, 1979) 
Lilium longiflorum  36, 88 8.0 55-60    Scott & Loewus, 1986. 
Typha latifolia (polen)   8 ND 0.017 0.113  Hara et al., 1985. 
Mucosa del intestino de rata  70-90  7.5 ND    Yang et al., 1991 b. 
Hígado de rata 51 ND      Craxton et al., 1997. 
Paramecium  240      Freund et al., 1992. 
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 Otro caso lo representa la enzima con estructura hexamérica del protozoario 
Paramecium (Freund et al., 1992). Las fitasas bacterianas son generalmente más 
pequeñas que las fúngicas.  
 Las fitasas fúngicas generalmente presentan un tamaño molecular alrededor de 
50 kDa y el tamaño experimental es entre 65 y 70 kDa, indicando una fuerte 
glicosilación. La fitasa nativa de A. niger NRRL 3135 es glicosilada en un 27%, 
presentando N-glicosilación de cadenas de manosa y galactosa (Ullah, 1988). Los 
patrones de glicosilación en las fitasas recombinates varía de hospedero a hospedero y 
con las condiciones de cultivo (Wyss et al., 1999b). A pesar de que los diferentes 
patrones de glicosilación observados en la fitasa de A. niger no afectaron las propiedades 
catalíticas, termoestabilidad y en la propiedades de replegamiento de esta enzima (Wyss 
et al., 1999a), en general la glicosilación puede afectar las propiedades catalíticas de las 
fitasas o tener un impacto en la estabilidad o el PI de la proteína. Estudios sobre los 
patrones de glicosilación de la fitasa de A. niger (phyA) expresada en Pichia pastoris 
(Han & Lei, 1999), indican que esta fitasa no es afectada en su capacidad de hidrolizar el 
ácido fítico y que mejora ligeramente la termoestabilidad comparada con la misma 
enzima sobreexpresadas en A. niger. La desglicosilación de esta fitasa presentó un 34% 
de reducción en su termoestabilidad.  
 Otros estudios realizados en fitasas fúngicas por Wyss y colaboradores (Wyss et 
al., 1999a) sugieren que la glicosilación no afecta o presenta efecto mínimo sobre PI, 
con excepción de las fitasas sobre-expresadas en H. polymorpha, las cuales cambiaron el 
pI a valores ácidos. 
 La temperatura óptima de las fitasas varia de 40-70 ºC. Las temperaturas óptimas 
de las fitasas del género de Aspergillus oscila entre 40 y 70 ºC mientras que para el 
género de Bacillus oscila entre 55 y 70 ºC, siendo la fitasa de A. terreus (Yamada et al., 
1968) y la fitasa Bacillus amyloliquefaciens (DS11) (Kim et al., 1998a) las que poseen 
actividad a temperaturas óptimas de 70ºC. Para la fitasa de Escherichia coli se ha 
reportado una temperatura óptima de 55°C (Greiner et al., 1997; Lee et al., 2005). En la 
tabla IV se presentan las temperaturas óptimas para fitasas de diversos orígenes. 
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 En el uso de las fitasas como aditivos en los alimentos para dietas de animales, es 
deseable que estas enzimas presenten termoestabilidad entre 80 a 100 ºC, temperaturas 
empleadas durante el proceso del peletizado del alimento para animales. 
 Las fitasas del género Aspergillus suelen ser inestables a altas temperaturas 
perdiendo por lo general su actividad a 60°C, con excepción de la fitasa producida por 
Aspergillus fumigatus, siendo una de las fitasas más termoestables reportadas hasta el 
momento, ésta soporta temperaturas arriba de 100ºC durante 20 min, perdiendo solo el 
10% de su actividad enzimática inicial (Pasamontes, 1997b). 
 Las fitasas alcalinas de Bacillus son muy estables a temperaturas altas en un 
rango de 70-95ºC (Kim et al., 1998a; Choi et al., 2001; Tye et al., 2002). La fitasa de B 
amyloliquefaciens es una de las enzimas más termoestable, basándose en los valores de 
Tm (80 ºC, la temperatura de desnaturalización) determinado por diferentes métodos 
calorimétricos (Ha et al., 2000). Esta fitasa retiene el 100% de actividad remanente 
después de un calentamiento a 70ºC durante 10 min (en presencia de 5 mM de CaCl2) y 
el 50 % de actividad después del tratamiento a 90°C por 10 min (Ha et al., 2000). La 
estabilidad de la fitasa de Bacillus amyloliquefaciens se reduce drásticamente al 
someterla a 50ºC en ausencia de CaCl2, esto indica que los iones de Ca
2+
 protegen a la 
enzima contra el efecto de la desnaturalización térmica. La fitasa phyL de Bacillus 
lichiniformis reportada por Tye y colaboradores en el 2002 (Tye et al., 2002) retiene el 
61 % de actividad después del tratamiento a 95°C por 15 min, siendo la fitasa más 
termoestable reportada de esta especie. 
 La fitasa AppA2 de Escherichia coli expresada en diferentes sistemas de 
expresión (Saccharomyces cerevisiae, Schizosaccharomyces pombe y Pichia pastoris) 
mostró propiedades bioquímicas similares en cuanto a la actividad a pH y temperatura. 
Todas las AppA2 recombinantes fueron termoestables a 55°C con una actividad relativa 
entre 90-96 % pero a 75°C, solo mantienen 20 % de actividad relativa. La AppA2 
expresada en Schizosaccharomyces pombe fue la enzima más termoestable ( 50% 
actividad relativa) a 65°C que las fitasas AppaA2 expresadas en las otras levaduras, la 
diferencia en la termoestabilidad es aún discutible si se debe a la glicosilación u otra 
modificación postraduccional o bien a la pureza de la preparación (Lee et al., 2005). 
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 Un estudio comparativo realizado por Yin y colaboradores en el 2007 (Yin et al., 
2007) sobre la termoestabilidad de dos fitasas comerciales de Aspergillus niger, fitasa R 
(Hoffmannp-La Roche Ltd., Switzerland), fitasa B (BASF company, The Netherlands), 
la fitasa E nativa de E. coli y dos fitasas recombinantes de E. coli producidas en Pichia 
pastoris, la fitasa PG (expresad con pGAPZaA) y la fitasa PI (expresada con pPICZaA), 
mostró que la fitasa R fue la más termoestable con una actividad relativa del 41–42% a 
90 °C, del 86% a 80 °C y del 96–100% a 70 °C en un tratamiento de 15 min. Las demás 
fitasas fueron termoestables a 60°C con una actividad relativa de 82-100%, pero a 70°C 
la fitsasa B presentó una actividad relativa de un 71%, mientras que las fitasas 
bacterianas presentaron una actividad relativa en un intervalo de 27 al 58 %. En la tabla 
IV se presenta la termoestabilidad reportada para algunas fitasas. 
 La actividad de fitasa de B. subtilis no es susceptible a proteasas tales como 
tripsina, papaina y elastasa (Powar & Jagannathan, 1982), además se sugiere que las 
fitasas fúngicas son mas resistentes a las proteasas. 
 
 
Mecanismos de hidrólisis del fitato 
 El mecanismo catalítico de la hidrólisis de los enlaces éster-monofosfato de las 
fosfatasas ácidas de histidina  o histidin fitasas HAPs fue elucidado mediante 
mutagénesis sitio- dirigida (Ostanin et al., 1992; Ostanin & Van Etten, 1993) y por la 
estructura cristalina de análogos de complejos del estado de transición (Lim et al., 
2000). En base a estos resultados se propuso el mecanismo catalítico de la hidrólisis de 
los éster-monofosfato, el cual consiste en que un residuo de histidina, que se encuentra 
en el sitio conservado RHGXRXP, sirve como nucleófilo en la formación fosfohistidina, 
un intermediario covalente (Ostanin et al., 1992; Lindqvist et al., 1994) y que un residuo 
de ácido aspártico en el motivo HD conservado en el extremo C-terminal sirve como 
protón donador al átomo de oxígeno del éster-monofosfato que se hidroliza (Lindqvist et 
al., 1994, Porvari et al., 1994). Por la participación de una histidina directamente en el 
mecanismo de catálisis enzimático, estas fitasas se denominan histidin fitasas. Estas 
fitasas se encuentran en microorganismos tales como los hongos, en particular en 
especies del genero Aspergillus por ejemplo A. terreus, A. ficum y A. níger.  
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 El mecanismo catalítico de la hidrólisis del fitato de las fitasas alcalinas fue 
caracterizado por mutagénesis sitio dirigida, análisis cinéticos y de la estructura 
cristalina de la fitasa de Bacillus amyloliquefaciens o DS11 (Oh et al., 2001; Shin et al., 
2001). De forma general estos estudios proponen que una molécula de calcio-agua en el 
sitio activo de la fitasa ataca directamente el enlace éster-monofosfato de un complejo de 
fitato-calcio presente en la fitasa alcalina. Estas enzimas de origen bacteriano, como es 
el caso de las producidas por Bacillus subtilis (Kerovuo et al., 1998) y las producidas en 
Bacillus amyloliquefaciens (Ha et al., 2000), se caracterizan por no poseer el dominio 
(RHGXRXP) en su sitio activo, a diferencia de las histidin fitasas presentan alta 
similitud entre ellas en su secuencia aminoacídica y tienen una actividad catalítica 
óptima a valores próximo a pH 7. Una característica interesante de esta familia es su 
dependencia de iones calcio tanto para su estabilidad como para su actividad catalítica 
por lo que los iones calcio deben interactuar con la cadena polipepeptídica tanto fuera 
como dentro del sitio activo. Mediante estudios de modelización computarizadas sobre 
la fijación del sustrato, así como del análisis de los productos obtenidos después de la 
hidrólisis (Kerovuo et al., 2000d) se ha propuesto el siguiente mecanismo: El sustrato 
interacciona con la enzima a nivel de una hendidura superficial que se encuentra en la 
parte superior de ésta a través de los grupos fosfato en posición 2 y 4. Esta interacción se 
realiza en parte con iones calcio que se encuentran en la hendidura catalítica y por otra 
parte por los residuos de aminoácidos presentes cargados positivamente (Lys76, Lys77, 
Arg122, Lys 179). El grupo fosfato que se encuentra en la posición 3 interacciona 
fuertemente con la hendidura catalítica y así poder ser removido. El intermediario I (1, 2, 
4, 5, 6) P5 obtenido puede ahora interaccionar de la misma manera con la hendidura 
catalítica. Siendo en este caso los grupos fosfato en posición 2 y 6 los que se unen a los 
iones calcio. El fosfato en la posición 1 se remueve y el intermediario formado I (2, 4, 5, 
6) P4 pasa a ser el nuevo sustrato. De la misma manera, la siguiente interacción ocurre 
con los grupos fosfatos en posición 6 y 4 y se remueve el grupo fosfato en posición 5 
formándose el I (2, 4, 6) P3 siendo el producto final de la reacción. Adicionalmente se 
ha observado también que durante la hidrólisis del ácido fítico la formación en menor 
grado del intermediario I (1, 2, 3, 5) P4, que indica que la enzima también interacciona 
con el fitato en los fosfatos de la posición 1 y 5 removiéndose el fosfato de la posición 6. 
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Por lo tanto, estas enzimas tienen fundamentalmente actividad de 3 fitasas y algo de 
actividad 6 fitasa pero en ningún caso se llega a remover todos los grupos fosfato del 
fitato. 
 
Especificidad del sustrato 
 La especificidad y afinidad por el sustrato son propiedades importantes de las 
fitasas, específicamente relacionada con la naturaleza fisiológica del sustrato (Figura 1 y 
2).  
 Las fitasas actúan sobre amplia variedad de sustratos tales como el ADP ATP, p-
nitrofenil fosfato, fructosa 1,6-bifosfato, glucosa 6 fosfato α y β glicerofosfato, y el 
ácido fítico. Las propiedades catalíticas de diversas fitasas han sido determinadas para 
diversos sustratos, siendo el fitato el sustrato más estudiado, sin embargo solo pocas 
fitasas presentan alta afinidad por el ácido fítico siendo las fitasas del genero Bacillus 
(Powar & Jagannathan, 1982, Shimizu, 1992) y las fitasas alcalinas aisladas del polen 
lily (Barrientos et al., 1994), las que se caracterizan por tener alta especificidad por el 
fitato.  
 La especificidad de sustrato de las fitasas alcalinas es más estrecha que las HAP. 
La relación recíproca entre la especificidad del sustrato y la estructura cristalina de las 
HAPs o las fitasas alcalinas proporcionan una nueva visión en la naturaleza del fitato y 
en el reconocimiento molecular de las fitasas. Las HAPs presentan una amplia 
especificidad por diversos ésteres de fosfatos. Los mecanismos de reacción de la 
hidrólisis de los ésteres de fosfatos en las HAP parecen seguir las propiedades de las 
fosfatasas ácidas no específicas (Gibbson & Ullah, 1988). 
 Específicamente para el fitato como sustrato, las HAP pueden hidrolizar el fitato 
libre a pH ácido, cuando el fitato existe en forma fitato libre (Figura 1, Maenz et al., 
1999; Wyss et al., 1999a). Recientemente, la estructura cristalina del complejo de la 
fitasa de E. coli y fitato demostró que el sitio activo cargado positivamente de estas 
fitasas prefieren fitato libre (Figura 3B, Lim et al., 2000). De hecho, las HAP no pueden 
hidrolizar el complejo fitato-metal (Maenz et al., 1999; Wyss et al., 1999a). Por 
consiguiente agentes quelantes como el EDTA y ftalato estimula la actividad de fitasa 
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debido a la remoción de los cationes divalentes de los metales (Maenz et al., 1999; Wyss 
et al., 1999a). 
 Al contrario de otras HAPs, las fitasas alcalinas exhiben una alta especificidad 
por el fitato y no tiene una actividad enzimática sobre otros ésteres de fosfatos (Tabla II, 
Powar & Jagannathan, 1982; Hara et al., 1985; Scott and Loewus, 1986; Scott, 1991; 
Shimizu, 1992; Kerovuo et al., 1998; Kim et al., 1998a; Choi et al., 2001; Idriss et al., 
2002). Mas específicamente, estudios cinéticos de B. amyloliquefaciens demostraron que 
las fitasas alcalinas pueden hidrolizar el complejo fitato-calcio a pH 7-8, cuando el fitato 
existe como complejo de fitato-calcio (Figura 2; Oh et al., 2004). Además, la estricta 
especificidad de sustrato de las fitasas alcalinas es racionalizada por la formación de un 
puente entre un calcio y los dos oxianiones de los grupos fosfato del fitato (figura 1B; 
Oh et al., 2004). Este tipo de estricta especificidad de sustrato es común en una reacción 
que involucra intermediarios fosforilados, especialmente nucleótidos. Por ejemplo casi 
en todas las reacciones que involucra el ATP requiere de MgATP como un sustrato 
(Segel, 1975). 
 Recientemente la estructura cristalina de la fitasa de B. amyloliquefaciens DS11, 
demostró que el sitio activo cargado negativamente proporciona un ambiente 
electrostáticamente favorable complejo fitato-calcio cargado positivamente (Ha et al., 
2000; Shin et al., 2001). Por tal razón, el EDTA es un fuerte inhibidor de la actividad de 
las fitasas alcalinas (Powar & Jagannathan, 1982; Kerovuo et al., 1998; Kim et al., 
1998a; Liu et al., 1998). 
 La estructura cristalina de la fitasa de E. coli muestra claramente que la mayoría 
de los grupos fosfatos del fitato interactúan con el sitio activo de las fitasas. 
La amplia región del sitio activo permite a HAPs acomodar varios tipos de ésteres de 
fosfato tal como pNPP, AMP, ATP, fructosa 1, 6-bifosfato y glucosa 6 fosfatos (Tabla 
II). En contraste con la región del sitio activo de la fitasa de B. amyloliquefaciens puede 
solo enlazar dos grupos fosfatos del complejo fitato-calcio, que dota a las fitasas 






4.5. Parámetros cinéticas y actividad específica 
 Las propiedades cinéticas de una enzima se determinan a través de diferentes 
parámetros cinéticos, siendo los más importantes la velocidad máxima (Vmax), la 
constante de Michaelis-Menten (Km) y la constante catalítica (Kcat). Todas estas 
constantes son determinadas con un sustrato concreto y a condiciones de reacción 
específicas. La Km es característica de una enzima y particular para un substrato, 
representa la cantidad de sustrato necesario para alcanzar el 50 % del valor de la Vmax y 
se expresa en unidades de concentración (Km= Vmax/2) y no varía con la concentración 
de enzima.  
 El valor de Km representa la constante de disociación de una enzima y 
proporciona información sobre la afinidad de la enzima por el sustrato. Valores bajos de 
Km indican que el complejo enzima sustrato es muy estable, refleja una alta afinidad de 
la enzima por su substrato, porque a una baja concentración del mismo, la enzima ha 
desarrollado ya la mitad de la velocidad máxima, que la disociación es lenta y por lo 
tanto que la cantidad de producto obtenido es baja. Valores altos de Km indican una baja 
afinidad de la enzima por su substrato porque a una concentración elevada del mismo, la 
enzima desarrolla la mitad de la velocidad máxima. 
 El valor de Kcat, también conocido como “turnover number” o número de 
recambio refleja la capacidad de la enzima para llevar a cabo la transformación y es 
definido como el número de moléculas de substrato transformadas por unidad de tiempo 
por molécula de enzima o de sitio activo. El kcat se determina en condiciones de 




puede calcular con la siguiente ecuación kcat = Vmax/[E]T.  
 Por último, la eficiencia de una enzima puede ser expresada en términos de 
Kcat/Km, factor conocido como constante de especificidad, debido a que este factor 
implica la afinidad de la enzima por el sustrato y las propiedades catalíticas de la enzima 
y es muy útil para comprar la eficiencia de varias enzimas en la catálisis por un sustrato, 
o bien compara la eficiencia de una enzima por diversos sustratos. El valor máximo 









 La actividad específica es la actividad de una preparación enzimática por mg de 
proteína y nos da un criterio de pureza.  
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 Con algunas excepciones, la mayoría de las fitasas estudiadas siguen la cinética 
de Michaelis-Menten en la tabla IV se presentan los valores de Km y actividades 
específicas reportadas para algunas fitasas.  
 Oh y colaboradores (Oh et al., 2001) realizaron un estudio de parámetros 
cinéticos y mutagénesis dirigida sobre la fitasa de Bacillus amyloliquefacien, en donde 
se realizó una serie de modificaciones estratégicas en la cadena aminoacídica y se 
comparó los valores de Km de la fitasa nativa (0.138 mM), con los valores de Km de las 
fitasas modificadas, estos valores aumentaron en un rango de 0.7 a 11.9 mM
-1
, 
cambiando totalmente las propiedades de la enzima y en todos los casos el número de 
recambio fue menor que la enzima nativa. 
 Powar y Jagannathan (Powar & Jagannathan, 1982) determinaron las propiedades 
cinéticas de la fitasa de Bacillus subtilis, analizaron el valor aparente de la Km para el 
fitato a diferentes pH, a 7.5, 6.5, 6.0 y 5.5, reportando los siguientes valores 0.05, 0.06, 
0.1 y 0.15 mM respectivamente. Encontraron que durante la reacción enzimática se 
adicionan al inositol hexafofato otros sustratos (polifosfatos) generados por la hidrólisis 
de la enzima, concluyendo que la reacción enzimática es compleja. La actividad 
específica reportada para esta fitasa fue de 8.53 U/mg de proteína (Powar & 
Jagannathan, 1982). 
 Choi y colaboradores, (Choi et al., 2001) estimaron los parámetros para una 
fitasa de Bacillus sp. con un valor de Km para el fitato de 0.05 mM, una actividad 
específica de 36 U/mg de proteína y un número de recambio de 26.6 s
-1
. Kerovuo 
(Kerovuo et al., 2000a) reportó para la fitasa C de Bacillus subtilis, un valor de Km para 
el fitato de 0.2 mM y una actividad específica de 29 U/mg de proteína.  
 La actividad especifica de las fitasas fúngicas con ácido fítico como sustrato 
varia de 23 a 198 U/mg
-1
 para A. fumigatus y A. terrus respectivamente (Kerovuo et al., 
2000a). Los diferentes patrones de glicosilación no tienen un efecto significativo en la 
actividad específica en las fitasas fúngicas (Wyss et al., 1999b). Actividad especifica de 
las fitasas de origen bacteriano varia entre 8.7 U/mg
-1 
para B. subtilis (Shimizu, 1992) y 
811 U/mg
-1 
para E. coli (Greiner et al., 1993). 
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 Casey y Walsh en el 2003 (Casey & Walsh, 2003), reportaron el valor de 
actividad especifica de la fitasa de Aspergillus níger 5.27 U/mg, mientras que para 
Bacillus subtilis se reportó el valor de 8.53 U/mg de proteína por Powar y Jagannathan 
en 1982 (Powar & Jagannathan 1982). 
 Las fitasas que presentan un rango amplio de sustratos específicos tienen baja 
actividad específica para el ácido fítico que varia de 23 y 43 U/mg
-1
(Kerovuo et al., 
2000a). Sin embargo, las fitasas con un estrecho rango de sustrato presentan una 
actividad especifica de 103 (Wyss et al., 1999a)-811 (Greiner et al., 1993) U/mg
-1
, las 
fitasas de Bacillus no entran en esta clasificación, estas fitasas tienen alta especificidad 
por el ácido fítico, pero tienen baja actividad específica.  
 La fitasa purificada de A. ficuum silvestre se caracteriza por tener un peso 
molecular de 61.7 kDa, intervalo de pH de actividad de 2.5 a 5.5, un valor de Km de 
aproximadamente 40 µM y una actividad específica cerca de 50 U/mg (Ullah, 1988). 
Estas características difieren de una fitasa reportada para otra cepa de Aspergillus ficuum 
(PCT WO 91/05053), la cual es activa a valores de pH de 2.5 a 5.5, posee un valor de 
Km de 250 µM y una actividad específica de cerca de 100 U/mg proteína. De todos los 
organismos estudiados (plantas, bacterias y hongos), el Aspergillus niger NRRL 3135 es 
el que produce la fitasa extracelular más activa. Este Aspergillus produce dos fitasas 
denominadas A y B. La fitasa tipo A se caracteriza por un peso molecular de 85 kDa, 
posee una Km de 27 µM, pH óptimos 5.0 y 2.5, y una temperatura óptima de 58ºC. La 
fitasa de tipo B posee un peso molecular de 68 kDa, una Km de 103 µM, un pH óptimo 
de 2.5 y una temperatura óptima de 63ºC (Wodzinski & Ullah, 1996).  
 Los valores de Km y actividad específica de algunas fitasa publicadas se 
presentan en la tabla IV en donde se usó como sustrato ácido fítico. 
 
Moduladores de actividad enzimática 
 Los iones metálicos muestran una modulación en la actividad de fitasa 
probablemente debido a la formación de complejos con el fitato y por consiguiente 
disminuye la concentración del sustrato en el sitio activo. La fitasa de Enterobacter sp. 










 (Yoon et al., 1996), 














 (Shimizu, 1992). Wyss y colaboradores en 1999, 
(Wyss et al., 1999b) reporta que el Cu
2+
 reprime considerablemente la actividad 
enzimática de las fitasas de E. nidulans y A. terrus y la fitasa A. fumigatus es inhibida 
por varios metales. Mientras que la actividad de la fitasa de A. fumigatus es estimulada 
en un 50% por el EDTA, las fitasas dependientes de calcio como lo son las fitasas de 
Bacillus son inhibidas por EDTA.  
 En algunos casos los reactivos reductores tales como 2-mercaptoetanol, 
ditiotreitol y glutatión no tiene efectos sobre las fitasas microbiana, por lo cual se sugiere 
que estas enzimas no tienen accesible grupos disulfuro, o que el grupo disulfuro libre 
juega un rol despreciable en la actividad y en la estructura. Sin embargo para el caso de 
la fitasa de A. ficuum, los puentes de disulfuro (Ullah & Mullaney, 1996) son necesarios 
en el plegado y la actividad de esta enzima. Las fitasas de Bacillus no tienen residuos de 
cisteina. 
 El myo-inositol hexsulfato, un análogo estructural del fitato, ha mostrado ser un 
potente inhibidor competitivo para la PhyA y PhyB de A. ficuum (Ullah & 
Sethumadhavan, 1998). El fluoruro es conocido como inhibidor de diferentes fitasas y 
fosfatasas (Irving, 1980; Nayini & Markakis, 1986), tal es el caso de la fitasa alcalina de 
polen lili (Barrientos et al., 1994; Scott & Loewus, 1986) y de una inhibición 
competitiva de la fitasa de A. terrigena (Greiner et al., 1997). La fitasa de A. terrigena es 
también inhibida por el fosfato, molibdato y vanadato. La inhibición por producto de la 
hidrólisis del fitato causado por el fosfato inorgánico ha sido documentado para las 
fitasas bacterianas, fúngicas y de las fitasas de avena (Greiner et al., 1993; Howson and 
Davis, 1993; Konietzny et al., 1995). 
 Las concentraciones altas de sustrato se han reportado que presentan un efecto 
inhibitorio para fitasas tal es el caso de las fitasas Klebsiella sp. y Rhizopus oligosporus 
(Shah & Parekh, 1990; Sutardi & Buckle, 1988). La actividad de las fitasas fúngicas es 
inhibida a concentraciones por arriba de 1 mM de sustrato (Ullah, 1988). Las fitasas de 
la raíz de maíz y de soja son inhibidas a una concentración de sustrato de 300 µM y 20 
mM respectivamente (Hubel & Beck, 1996; Sutardi & Buckle, 1986). A altas 
concentraciones de sustrato, la carga de los grupos fosfatos puede afectar el medio 
ambiente del dominio catalítico de la enzima. Esto puede inhibir la conversión del 
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complejo enzima-sustrato al complejo enzima-producto (Ullha & Phillippy, 1994), 




4.6 Aplicación Biotecnológica de las Fitasas 
 Las fitasas son de gran interés para la aplicación biotecnológica, particularmente 
para la reducción del contenido de fitato en alimentos para animales y consumo humano 
(Lei & Stahl, 2001; Vohra & Satyanarayana, 2003). 
 Dependiendo de la aplicación, una fitasa de interés comercial debe de cumplir 
con una serie de criterios de calidad. Éstas deben de ser efectivas en la liberación del 
fósforo fítico en el tracto digestivo, también deben de ser estables y resistentes a las altas 
temperaturas empleadas durante el procesado del alimento y durante el almacenamiento, 
además que su producción sea de bajo costo. 
 La termoestabilidad es una característica importante ya que el proceso de 
peletizado es comúnmente realizado a temperaturas entre 65-95 ºC. Existe la posibilidad 
de aplicar la fitasa después del peletizado ya sea por aspersión o recubrimiento químico 
y con esto superar la desnaturalización por las altas temperaturas, aún así la 
termoestabilidad sigue siendo una característica deseable para estas enzimas. Son muy 
pocas las fitasas de origen natural que poseen el nivel requerido de termoestabilidad para 
la aplicación como aditivo para alimentos para animales (Lei & Stahl, 2001). Por lo cual 
esta propiedad es hasta hoy motivo de búsqueda de nuevos aislamientos y 
caracterización y del diseño de nuevas fitasas termoestables (Kim et al., 1998b; 
Lehmann et al., 2000; Pasamontes et al., 1997b). De la misma manera sigue siendo de 
gran valor las enzimas estables a un largo tiempo de almacenamiento y transporte a 
temperatura ambiente.  
 La habilidad de las fitasas para hidrolizar el fitato en el tracto digestivo es 
determinada por sus propiedades enzimáticas. Ya que es el estomago el principal sitio 
dónde se requiere la actividad de una fitasa, ésta debe de poseer una buena actividad a 
pH ácidos y deben de ser resistentes a la pepsina. El valor de pH en el tracto digestivo de 
la especie animal dónde se requiera aplicar una fitasa, determinará el tipo de fitasa a 
emplease dependiente de el intervalo de pH en el cual la fitasa tiene actividad.  
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 La estabilidad a las enzimas proteolíticas del tracto digestivo de cada especie es 
también un factor determinante en el tipo de fitasa emplearse. Se ha demostrado que las 
fitasas de Escherichia coli y Citrobacter brakki son mas resistentes a la pepsina y 
pancreatina que las fitasas comerciales disponibles de Aspergillus niger (Kerovuo et al., 
2000b; Rodríguez et al., 1999), además la fitasa de Citrobacter braakii es resistente a 
tripsina (Rodríguez et al., 1999). Las fitasas de Bacillus exhiben una sensibilidad similar 
a la pancreatina que la fitasa de E. coli, pero son más susceptibles a la pepsina (Simon & 
Igbasan, 2002).  
 En cuanto a la eficiencia catalítica, las fitasas de E. coli y Citrobacter brakki 
exhiben los valores mas altos reportados de Kcat/Km, 1.34 x 10
7






respectivamente, valores que les favorecen para emplearse como aditivo de alimento. 
 La fitasa de E. coli presenta una excepcional estabilidad bajo condiciones de pH 
ácidos, incluso al exponerse a pH 2 por varias horas sin afectar la actividad (Greiner et 
al., 1993).  
 Otra característica que determina la eficiencia o limitaciones en la 
suplementación de las fitasas es la dependiente de la especificidad del sustrato. 
Experimentos in vitro sugieren que las fitasas que presentan un especificidad amplia por 
diversos sustratos son más apropiadas para su aplicación en la nutrición animal (Wyss et 
al., 1999a) que las fitasas con una estrecha especificidad.  Desafortunadamente una 
amplia especificidad por el sustrato esta relacionada con una baja actividad especifica. 
Finalmente, las fitasa son competitivas si se pueden producir con un rendimiento alto y 
purificar con estrategias relativamente baratas, por lo cual actualmente existe una gran 
competitividad en la sobre-expresión y secreción de fitasas por microorganismos 
recombinantes (Mayer et al., 1999; Miksch et al., 2002; Yang & Shamsuddin, 1995).  
 La reducción de los niveles de fitato y el incremento de la actividad de fitasa en 
las semillas de plantas se ha planteado como otra alternativa estratégica. El incremento 
de la actividad de fitasa en las semillas de las plantas se ha buscado a través de la 
expresión de genes heterólogos de fitasas fúngicas (Brinch-Pedersen et al., 2000; Li et 
al., 1997; Pen et al., 1993; Ullah et al., 1999).  
 Otra estrategia investigada es el de proporcionar a la fitasas como una más de las 
enzimas digestivas en los animales como cerdos y pollos, mediante manipulación 
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genética. Un ejemplo fue el de la generación de cerdos transgénicos portando el gen de 
la fitasa de E. coli, capaces de producir esta fitasa y secretarla en la saliva (Forsberg et 
al., 2003; Golovan et al., 2001).  
 La industria de la alimentación está también interesada en el uso de las fitasas, 
por un lado para mejorar la bio-disponibilidad de minerales reduciendo el contenido de 
fitato en los alimentos y por otro para producir alimentos funcionales.  
 Estudios recientes han sugerido que ciertos myo-inositol fosfatos tiene un efecto 
benéfico en la salud, reduciendo el riesgo de enfermedades cardiacas (Kerovuo et al., 
2000c; Konietzny & Greiner, 2003), de ciertos tipos de cáncer (Baten et al., 1989; Graf 
& Eaton, 1993; Shamsuddin, 2002; Shamsuddin & Vucenik, 1997; Ullah & 
Shamsuddin, 1990; Vucenik & Sakamoto, 1993; Vucenik & Shamsuddin, 2003; Yang & 
Shamsuddin, 1995) y la formación de piedras renales (Modlin, 1980; Ohkawa et al., 
1984). El número y la posición de los grupos fosfatos en el anillo del myo-inositol son de 
gran importancia para su función fisiológica.  Independientemente de su origen, 
plantas, bacterias o hongos, las fitasas ácidas estudiadas liberan cinco de seis grupos 
fosfatos del fitato, obteniendo como producto final el monofosfato de myo-inositol 
(Barrientos et al., 1994; Cosgrove, 1970; Greiner et al., 2000; Greiner et al., 2001; 
Greiner et al., 2002; Hayakawa et al., 1990; Lim & Tate, 1973; Maiti et al., 1974; 
Nakano et al., 2000; Wyss et al., 1999b) esto indica que todas estas fitasas tienen 
preferencia por los grupos fosfatos en posición ecuatorial, y son incapaces de actuar 
sobre el fosfato en posición axial y solo en algunos casos raros ha sido detectado myo-
inositol. Por otro lado, las fitasas alcalinas solo hidrolizan hasta tres grupos fosfato 
produciendo trifosfato de myo-inositol como producto final (Barrientos et al., 1994; 
Hara et al., 1985; Kerovuo et al., 2000c). Así entonces, dependiendo de la fitasa usada 
serán diferentes los residuos del fitato generados, ha diferentes velocidades y en 
diferente orden. Por consiguiente, cada fitasa puede ser útil en la producción de 
alimentos con un contenido y composición regulada de myo-inositol fosfato con efectos 





Aplicación en nutrición animal 
 La fitasa es incorporada en dietas comerciales para animales como pollos, cerdos 
y peces, para mejorar la disponibilidad de fósforo, minerales, aminoácidos y energía. 
Del 60-80% de fósforo en alimento derivado de plantas se encuentra acomplejado en 
forma de fitato. El fitato y los nutrientes acomplejados a éste no pueden ser adsorbidos 
en el tracto digestivo sin la acción de las fitasas. Generalmente esta actividad puede 
ocurrir en el tracto digestivo y/o en el alimento antes del consumo (Sebastián et al., 
1998).  
 Algunos cereales son ricos en fitasas endógenas tales como centeno, trigo, 
cebada, mientras que otros granos como el maíz y otras semillas oleosas poseen muy 
poca o nula actividad de fitasa (Eeckhout & Paepe, 1994). Las fitasas de origen vegetal 
son generalmente activas, (Temperton et al., 1965 a,b), sin embargo la acción de las 
fitasas vegetales en las preparaciones nutrimentales para animales es limitada ya que su 
contenido es muy variable. Además, el proceso de peletizado a temperaturas de 70 ºC 
produce una inactivación parcial de las fitasas presentes en los granos vegetales 
(Pointillart, 1988). Adicionalmente, la bio-eficacia de las fitasas de cereales ha mostrado 
ser solo de un 40% comparada con las fitasas microbianas de las especies de Aspergillus 
(Zimmermann et al., 2002). 
 Las fitasas producidas por microorganismos en el tracto digestivo de los 
rumiantes pueden degradar el fitato eficientemente, permitiendo una disponibilidad 
completa del fosfato fítico (Rodehutscord, 2001). Sin embargo, la flora microbiana de 
los animales monogástricos se localiza a lo largo del intestino y el fósforo liberado no 
puede ser absorbido y es desechado en el excremento. Debido a la baja disponibilidad 
del fósforo derivado de alimentos de origen vegetal, las dietas para animales 
monogástricos son tradicionalmente suplementadas con fosfato inorgánico.  El 
fósforo en exceso en las dietas que no es adsorbido es excretado hacia el suelo. Debido 
al incremento de la producción de ganado en muchas regiones, exceden las proporciones 
de estiércol mezcladas en el suelo, resultando la acumulación de fósforo (CAST, 2002). 
Esto puede llevar a la eutroficación en la superficie del agua y a tiempos largos la 
lixiviación del fósforo en la tierra y en le agua (Furrer & Stauffer, 1987). 
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 La primera fitasa comercialmente disponible ofreció a la nutrición animal una 
herramienta para reducir drásticamente la excreción de fósforo por animales 
monográsticos al sustituir el fosfato inorgánico con fitasas microbiana. Dependiendo de 
la dieta, especie animal y nivel de fitasa suplementada, la excreción del fósforo puede 
ser reducida entre un 25-50% (Kornegay, 1999). 
 La suplementación de fitasas microbiana en las dietas de animales monogástricos 
también mostró efectos favorables en otros nutrientes, tales como la mejora de la 
disponibilidad de calcio (Sebastián, 1998, Schoener & Hoppe, 2002), el incremento de la 
disponibilidad de Mg (Brink et al., 1991), y varios elementos traza tales como el Zn 
(Thiel & Weigand, 1992), Cu (Adeolas, 1999), Fe (Pallauf et al., 1992) y Mn (Mohanna 
& Nyss, 1999). Además de mejora la disponibilidad de minerales y elementos traza, 
también pueden potenciar la digestibilidad de las proteínas en cerdos (Jongbloed et al., 
1999), en pollos en engorda (Farell et al., 1993), en gallinas ponedoras (Van der Klis & 
Versteegh, 1991), en pavos (Yi et al., 1996), así como en patos (Martin & Farrell, 1994).  
 El efecto de las fitasas sobre la mejora en la disponibilidad de proteínas y 
aminoácidos puede explicarse a la destrucción de los complejos proteína-fitato y 
proteína-fitato-mineral en las preparaciones nutrimentales con vegetales (Ravindran et 
al., 1999). El complejo de fitato-proteína puede formarse en el intestino en el caso de 
que el fitato no haya sido hidrolizado por una fitasa (Jongbloead et al., 1997), así 
también el fitato puede acomplejarse con los aminoácidos libres suplementados al 
alimento (Rutherfurd et al., 1997).  
 También se ha determinado que el fitato es un inhibidor de enzimas proteolíticas 
(Caldwell, 1992), se une al almidón e inhibe a la amilasa (Deshpande & Cheryan, 1984), 
por lo cual se cree que la fitasa es capaz de incrementar el empleo de energía en los 
animales monográsticos. Debido a los efectos descritos anteriormente y al potencial de 
producción de fitasas microbianas a gran escala y bajo costo, las fitasas microbianas 
pueden emplearse ampliamente en dietas en animales monogástricos, sin embargo, tiene 
que ser tomados en cuenta que las fitasas microbianas de diferentes orígenes pueden 





Aplicación de las fitasas en la alimentación de peces 
 El fósforo es un nutrimento esencial para el crecimiento, el desarrollo esquelético 
(Asgard & Shearer, 1997) y reproducción de peces (Hardy & Shearer, 1985). La 
captación de fosfato del agua por los peces es mínima, siendo la dieta la principal fuente 
de fosfatos en la nutrición de peces, para cumplir con los requerimientos nutricionales de 
esta especie, más que el fosfato presente en el agua. Por otro lado el fósforo es un 
contaminante crítico del medio ambiente acuático, concentración excesiva de fosfatos en 
el agua causa eutroficación de ríos, lagos y otras reservas acuáticas (Correll, 1999). Así 
que la inclusión de fitasa en la dieta de peces u otros organismos acuáticos cultivables, 
ha sido sugerida para reducir la expresión de fosfato hacia el agua y disminuir el efecto 
contaminante. 
 Muchos estudios han demostrado que la suplementación con fitasa en la dieta de 
peces incrementa la disponibilidad del fósforo del fitato (Cain & Garling, 1995; Baruah 
et al., 2004; Rodehutscord & Pfeffer, 1995). Se ha reportado que de un 20% hasta un 
80% de fósforo puede liberarse con la adición de fitasa de 500 y 1000 U/Kg  en dietas a 
base de soya (Schafer & Koppe, 1995, Yu & Wang, 2000).  
 La digestibilidad aparente del fósforo y la mineralización de los huesos son 
consideradas como los criterios principales para determinar la influencia de la fitasa 
empleada en la dieta de los peces. En diversos estudios se ha mostrado que la adición de 
fitasa en dietas a base de soya incrementa el coeficiente aparente de digestibilidad 
(ACD) en fósforo en diversas especies de peces como: salmón, tilapia, truchas (Sugiera 
et al., 2001; Sajjadi & Carter, 2004; Liebert & Portz, 2005). 
 Los resultados de los estudios sobre el efecto de fitasa en el crecimiento de 
diversas especies de peces usando dietas basado total o parcialmente en proteínas de 
origen vegetal han sido inconsistentes. 
 Muchos estudios reportan que la adición de fitasas en dietas deficientes en 
fósforo favorece el crecimiento (Jackson et al., 1996; Li & Robinson, 1997; Yu & 
Wang, 2000; Schaefer & Koppe, 1995), tal es el caso del pez gato africano (Van Weerd 
et al., 1999), trucha arcoiris (Vielma et al., 1998), salmón del atlántico (Sajjadi & Carter, 
2004) y el pez piedra de Korea Sebastes schlegeli (Yoo et al., 2005). También ha sido 
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reportado un incremento significativo en la retención de energía (Debnath et al., 2005), 
así que el incremento en el crecimiento debido a la suplementación con fitasa puede 
explicarse por la mejora en la retención de energía. Sin embargo, en otros estudios no 
han encontrado diferencias significativas en el crecimiento y la ingesta de alimento entre 
dietas suplementadas o carentes de fitasa (Robinson et al., 2002). Así que se requiere de 
futuras investigaciones para confirmar las funciones de la fitasa, en relación a la 
formulación de las dietas, tamaño del pez, al estadio de desarrollo y sistema digestivo de 
la especie y el contenido de fitasas endógenas en el sistema digestivo de los peces y 
otras espacies acuáticas de interés para la acuacultura.  
 Por otro lado no se ha observado un efecto negativo en la sobre-vivencia causado 
por la suplementación de fitasa (Robinson et al., 2002), indicando la ausencia de 
toxicidad de esta enzima. 
 Las fitasas incrementan efectivamente la disponibilidad del fósforo proveniente 
de los alimentos a base de harina de soya, pero existe menos información sobre la 
disponibilidad de proteínas y aminoácidos. La suplementación de fitasa en alimentos 
para la nutrición de peces y otras especies de interés en la acuacultura a base de harinas 
de origen vegetal es de gran interés para las empresas del ramo de alimentos pecuarios.  
 Diversos estudios muestran que la fitasa suplementada en dietas para cerdos 
favorece a la disponibilidad de proteínas y aminoácidos, debido a la destrucción del 
complejo fitato-proteína (Kornegay & Qian, 1996), sin embargo los resultados de los 
estudios realizados en peces aún son controversiales. Es probable que la variación de los 
resultados de los diferentes estudios realizados se debe a diversos factores como: la 
variación del contenido de fitato en las dietas, las especies sujetas a estudio, 
características inherentes de los ingredientes, presencia o ausencia del estómago en las 
diferentes especies de peces y que la actividad de fitasa es específica para un valor dado 
de pH (Baruah et al., 2004).  
 Vielma y colaboradores en el 2004 (Vielma et al., 2004) reportaron el efecto 
positivo de la suplementación de fitasa en la digestibilidad de proteínas en dietas para 
trucha arcoiris. Cheng y Hardy en el 2003 (Cheng & Hardy, 2003) encontraron que la 
suplementación con fitasa en los peletizados de soya aumentan la digestibilidad de 
proteína cruda significativamente comparado con la soya cruda. Resultados similares se 
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encontraron en especies de peces tales como carpas (Bai et al., 2004) y de trucha arcoiris 
(Sugiura et al., 2001; Forster et al., 1999). En contraste, Papatryphon y colaboradores 
(Papatryphon et al., 1999), reportaron que no mejora la digestibilidad aparente de las 
proteínas incluso a niveles de 1000 FTU/Kg. De la misma manera, resultados semejantes 
fueron descritos en tilapia (Riche et al., 2001) y salmón (Storebaken et al., 1998, Lanari 
et al., 1998).  
 La suplementación de fitasas en dietas a base materias primas vegetales 
incrementa la biodisponibilidad de minerales como el calcio, magnesio y zinc 
aumentando la concentración de estos minerales en huesos y en el organismo completo 
en diversas especies de peces (Vielma et al., 1998, Yan & Reigh, 1997), tales como 
trucha arcoiris (Cheng, 2004), en salmón (Cain & Garling, 1995; Storebakken, 1998; 
Vielma et al., 1998), en carpas (Schaefer & Koppe, 1995), róbalo (Papatryphon et al., 
1999; Hughes & Soares, 1999) y tilapia del nilo (Liebert & Portz, 2005). Sin embargo la 
absorción y la utilización de cada mineral en particular es dependiente de cada especie 
específica y de los ingredientes usados para cada dieta, por lo cual se requieren de 
futuras investigaciones en este campo. 
 La concentración de la dosis de fitasa suplementada en las dietas suele ser de 
250-1500 U/Kg en muchas especies de peces. Sin embargo, una dosis óptima de fitasa, 
depende de ciertos factores tales como: especie, fuente y tipo de fitasa, formulación de la 
dieta (cantidades de sustrato por fitasa) y la selección de otros parámetros más 
adecuados (Ling et al, 2007).  
 
Aplicación en nutrición humana 
 El procesado y la manufactura de alimento para el consumo humano es también 
un campo de aplicación posible para las fitasas. Hasta el momento no hay en el mercado 
una fitasa aplicada en la alimentación humana. Las investigaciones se han enfocado para 
mejorar la absorción de minerales y el mejoramiento técnico del procesado de alimentos. 
 Algunos estudios han mostrados que las formas superiores de inositol trifosfato 
(IP3) afectan la adsorción de hierro presente en cereales y leguminosas (Sandberg et al., 
1999) y ésta se puede mejora al incluir fitasa en el preparado alimenticio. 
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 Métodos empleados en el procesado de alimentos como lo son: cocinado, 
germinación, fermentación, tratamiento hidrotérmico y remojo muestran una reducción 
considerable de la cantidad de fitato de las leguminosas (Rehms & Barz, 1995; Nout & 
Rambouts, 1990). Así se ha reportado que fitasas endógenas degradan totalmente el 
ácido fitico durante la manufactura de los alimentos basados en harinas de arroz trigo, 
maíz, avena, sorgo y una harina la cual es una mezcla de soja y trigo (Hurrell et al., 
2003) y la degradación del fitato se ha correlacionado con una mejora en absorción de 
hierro. Haros y colaboradores en el 2001 (Haros et al., 2001) a investigaron el posible 
uso de fitasas durante el procesado del pan, demostrando que el empleo de fitasa mejorar 
el procesado del pan.  
 
Aplicación en la síntesis de derivados de myo-inositol 
 Los derivados de fosfatos de myo-inositol (mono, bis tris y tetra fosfato) juegan 
un papel crucial en los procesos de señalización de membranas y en la movilización del 
calcio intracelular en los tejidos de animales y plantas (Michell, 1975; Berridge & 
Irving, 1984; Samanta et al., 1993; Dasgupta et al., 1996; Krystofova et al., 1994).  
 Debido a ésto, existe gran interés en la síntesis o preparación de diversos 
derivados de fosfatos de myo-inositol, sin embargó la síntesis química es difícil 
(Billington, 1993). En contraste, la síntesis enzimática ofrece la ventaja de poder ser 
esteroespecífica y realizada bajo condiciones de reacción suaves. El uso de fitasas ha 
demostrado ser efectiva en la síntesis de diferentes especies de fosfatos de myo-inositol 
(Siren, 1986 a, b; Dvorakova et al., 2000), mostrando el potencial de aplicación de esta 
enzima en síntesis estereo específica de estos compuestos. 
 
El empleo de la fitasa en la acuacultura 
 La acuacultura es otra de las áreas relacionadas con la producción de alimentos; 
su rápida expansión ha traído como consecuencia un efecto negativo sobre el impacto 
ambiental causado por una excesiva descarga de fósforo en los ecosistemas acuáticos 
durante la producción intensiva de peces y mariscos. 
 La harina de pescado es un ingrediente fundamental en la alimentación acuícola, 
su producción promedio mundial en la década pasada fue estimada en 65 millones de 
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toneladas métricas, de la cual el 23% fue empleado en la producción de alimentos para 
la acuacultura. Sin embargo, se prevé que no habrá incremento en la producción de 
harina de pescado en los próximos diez años a pesar del continuo crecimiento de la 
producción acuícola (15% anual), lo cual será un factor limitante en la producción de 
alimento que satisfaga el constante incremento del consumo en este sector (Hardy, 
2000). 
 Las fuertes presiones que actualmente existen por reducir el consumo de harina 
de pescado han dado como resultado la búsqueda de candidatos para su substitución de 
entre una gran variedad de proteínas de origen vegetal. La harina de fuentes vegetales es 
considerada como un buen substituto de la harina de pescado en la acuacultura, y a pesar 
de que ofrece importantes ventajas sobre la primera, la presencia de factores 
antinutricionales para las especies animales acuáticas ha obstaculizado la substitución 
plena de la harina de pescado por aquella de origen vegetal y ha conducido a realizar 
múltiples evaluaciones y proponer estrategias para salvar los inconvenientes que estos 
factores presentan. 
 La suplementación de fitasas en las preparaciones nutrimentales para los peces ha 
sido considerada para vencer el inconveniente de la presencia de fitato en las harinas 
vegetales. Estudios recientes han demostrado la eficiencia del uso de fitasa para 
incrementar la disponibilidad del fósforo en peces, bagre (Jackson et al., 1996; Li & 
Robinson, 1997) y trucha (Cain & Garling, 1995; Vielma et al., 2000; Ling et al., 2007), 
alimentados con preparados nutrimentales con este tipo de harinas.  Sin embargo, 
la eficiencia de este tratamiento es dependiente de la temperatura del agua de los 
estanques y de los niveles de fitasa agregada. Por otro lado, se ha descrito que el costo 
de añadir fitasa al alimento del bagre es aproximadamente igual que el ahorro asociado 
con la eliminación de la suplementación de fósforo inorgánico (Li & Robinson, 1997). 
Algunos estudios han mostrado que el empleo de fitasa en la alimentación para peces ha 
tenido un efecto positivo en la disminución de los niveles de fósforo fecal asociado con 
la contaminación acuática, estando relacionada con los niveles de fitasa empleada 
(Jackson et al., 1996). A pesar de los resultados positivos obtenidos hasta el momento en 
el empleo de fitasa en la alimentación de peces con harinas de origen vegetal, es 
necesario optimizar las características de fitasas para esta aplicación específica, ya que 
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las fitasas que actualmente son disponibles de forma comercial han sido optimizadas 
principalmente para su empleo en la producción de cerdos y aves. 
 El salmón y el camarón son considerados las especies marinas cultivables en 
granjas acuícolas de mayor interés económico debido a la naturaleza del mercado que las 
consume. Aproximadamente un tercio de la cosecha mundial de camarón (pescado y 
cultivado) es comercializado a nivel internacional, equivalente a unas 900,000 toneladas. 
Esto representa menos del 1% de la producción pesquera mundial en peso, pero el 
camarón es el producto marino con más valor en el mercado mundial actual.  
 Las granjas para la producción de salmón del pacífico y camarón son las que más 
han demandado el consumo de la harina de pescado como ingrediente en sus 
preparaciones nutrimentales. Hasta un 70% de la harina y aceite de pescado producida 
para el cultivo de peces es consumido para la producción de salmón, trucha y camarón 
(Hardy, 2000). Al igual que para la producción de peces cultivados, la industria acuícola 
camaronera contempla la substitución de la harina de pescado por aquellas de fuentes 
vegetales y el empleo de enzimas como aditivos nutrimentales, entre ellas la fitasa, para 
mejorar el valor nutricional de estas fuentes.  Las expectativas de crecimiento de 
la demanda de camarón a lo largo de la próxima década y la creciente presión de 
sustituir la harina de pescado justifica la preocupación de contar con en enzimas que 
satisfagan con las características necesarias para su empleo en la producción específica 
de las especies de camarón. 
 Como en los casos de otras especies animales, el empleo de fitasa ofrece una 
alternativa para resolver los efectos antinutricionales de los fitatos presente en las 
harinas vegetales. Sin embargo, en los pocos estudios realizados en camarón (Davis, 
2000) no se ha encontrado un efecto positivo significativo posiblemente a que las fitasas 
disponibles de forma comercial han sido optimizadas principalmente para su empleo en 
la producción de cerdos y aves. Estas fitasas son activas a valores de pH ácidos de 2 a 5, 
a intervalos de temperatura del tracto gastrointestinal de estas especies animales, 
estables a las temperaturas empleadas en el procesado de los alimentos y resistentes a las 
enzimas proteolíticas del tracto gastrointestinal de estos animales. Sin embargo, las 
fitasas adecuadas para la alimentación del camarón deberían tener actividad a valores de 
pH de 7 a 8, y a un intervalo de temperatura de 26-32ºC, condiciones presentes en el 
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aparato digestivo de las especies de camarón y del medio acuoso de los tanques de 
cultivo; además se requiere que éstas posean resistencia al ataque proteolítico de las 
enzimas digestivas camarón y estabilidad a las temperaturas empleadas en el procesado 
de los alimentos; por último una lixiviación limitada de la fitasa presente en las 
preparaciones extruidas en el medio acuoso de los tanques de incubación. 
 
 
Especificaciones técnicas de las fitasas comerciales  
 Para la optimización de la aplicación de la fitasa como aditivo alimenticio es 
necesario considerar que existe una gran variedad de aplicaciones, particularmente para 
la producción a gran escala. Por ejemplo, hay un amplio rango de fuentes alimenticias, 
métodos de preparación y especies receptoras.  
 Una de las opciones para el empleo de fitasas es el tratamiento con fitasa 
exógena a través de la fermentación de las fuentes comestibles con microorganismos que 
producen y secretan fitasa de forma activa, o bien el tratamiento de las fuentes 
comestibles con fitasa exógena purificada.  
 Otra alternativa es la fabricación de piensos, hojuelas o peletizados 
suplementados con la enzima activa. En este caso, se requiere exponer los ingredientes a 
altas presiones y/o temperaturas para producir extuídos que no se disuelvan y/o degraden 
prematuramente (por ejemplo antes de su consumo), tomando en cuenta que en algunos 
casos estas preparaciones se sumergen en agua. Por lo tanto, sería deseable que para este 
tipo de proceso de elaboración se puedan emplear aditivos enzimáticos que sean estables 
bajo condiciones de alta temperatura y presión. Una alternativa empleada para superar 
los problemas de someter a la enzima a las temperaturas de extrusión del alimento es la 
aspersión de formulaciones líquidas de la enzima sobre el alimento previamente extruído 
y la aplicación de un revestimiento externo de una capa de aceite que evite el lixiviado 
prematuro de la enzima en el medio acuoso. 
 Las presentaciones comerciales de la fitasa microbiana están disponibles en tres 
formas: polvo, líquido y granulado. La estabilidad de estos productos es diferente 
durante su almacenamiento, así como durante la producción industrial del alimento. 
Generalmente la fitasa microbiana es estable hasta 6 meses en un lugar fresco y seco, en 
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formulaciones alimenticias se espera que pierda del 10 al 15% de su actividad si es 
almacenada a temperatura ambiente por cuatro meses. 
 Las investigaciones sobre las fitasas llevan más de 87 años, desde su 
descubrimiento hasta su comercialización en Europa en 1993-1994 por Gist-Brocades. 
El interés de la comercialización de la primera fitasa se debió a razones ambientales. 
Recientemente, debido al interés económico y de protección ambiental, se ha 
incrementado considerablemente la producción de fitasas para su empleo en 
preparaciones alimenticias para consumo animal en Europa y EU, y su venta se ha 
introducido con éxito en Latinoamérica, China y otros países asiáticos. Actualmente el 
volumen del mercado de las fitasas se estima en 150 millones euros (Haefner et al., 
2005). 
 Actualmente la mayoría de fitasas producidas a gran escala para su 
comercialización son enzimas modificadas por ingeniería genética y producidas en 
hongos filamentosos recombinantes. Tres fitasas comúnmente empleadas como aditivos 
en alimentos es la 3-fitasa  de A. níger y dos 6-fitasas, la Peniophora lycii y la de E. coli. 
Las fitasa fúngicas presentan una alta resistencia a altas temperaturas y un rango de pH 
de actividad más bajo que las fitasas bacterianas (Liebert et al., 2005). En general las 
fitasas de distintas fuentes presentan características diferentes que se deben considerar 
para su empelo en las dietas de las diferentes especies animales.  
 Natuphos fue la primera fitasa comercial disponible en el mercado desde 1991, 
fabricada por Gist Brocades (ahora DSM) y distribuida por BASF, proveniente de una 
cepa de Aspergillus niger modificada, desde entonces la actividad de fitasa es definida 
como unidades de fitasa (U o FTU), donde una FTU es definida por la cantidad de 
enzima que libera un µmol de fósforo inorgánico por minuto de 0.0015mol/L de fitato 
de sodio a pH 5.5 y 37 ºC (Simons et al., 1990). Esta definición proporcionada es útil 
para determinar cuantificar la actividad de fitasas y representar la muestra en el 
mercado.  
 En la Tabla V se presenta un resumen de las diferentes propiedades de las fitasas 
que se encuentran en el mercado. Debido a las diferencias con respecto a las condiciones 
de cultivo y a las ligeras diferencias respecto a las condiciones de los ensayos de fitasa, 
es comprensible que la su comparación sea difícil.  
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 De acuerdo a la información reportada por el mercado (Hou, 2001), las fitasas de 
Europa y Norte América son mas competitivas que las fitasas producidas por compañías 
asiáticas alcanzando una actividad de 40,000-4, 000,000 U/g en formulaciones en polvo, 
mientras que la actividad presente en formulaciones liquidas están por enzima de 40, 
000,000 U/mL, el precio de estas fitasa varia de $ 12.5 a 15 dólares por kilogramo. 
Compañías de Asia que recientemente se han desarrollado provenientes de  China, Japón 
y el sur de Korea obtiene formulaciones con una actividad de fitasa alrededor de 500 a 
50,000 U/mg y de 5,000 a 50,000 U/mL. Los precios de estas fitasas fluctua alrededor de 
$ 3 a 10 dólares por Kilogramo.  
 
 
Tabla V. Información de la producción de fitasas microbianas comerciales 












Finlandia  A. oryzae A oryzae SP, TP, SF 
Alltech USA A. niger A. niger Allzyme 
BASF Alemania A. niger A. niger Natuphos 
BioZyme USA A oryzae A oryzae AMAFERM 
DSM USA P lycii A oryzae Bio-Feed 













Roal Finlandia Aspergillus 
awamori 
T. reesei Finase 
Novozymes Dinamarca A. oryzae A oryzae Ronozyme 
Roxazyme 
Sacado de Ling et al., 2007 
 
 A pesar de los avances logrados con el empleo de fitasa como aditivo 
alimenticio, ninguna fitasa disponible comercialmente satisface hasta el momento con 
todos los requerimientos ideales para cada aplicación específica. Por un lado, la 
termoestabilidad limitada de las fitasas ocasiona que estas enzimas se desnaturalicen 
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bajo las condiciones empleadas para la fabricación de preparaciones alimenticias 
peletizadas o extruidas. Además, una considerable cantidad de fitasa ingerida como 
aditivo alimenticio se degrada en el estómago y el intestino delgado de los animales, 
probablemente debido a la acción proteolítica de pepsina y tripsina endógena, dando a 
lugar a la necesidad del suministro de grandes cantidades de fitasas de alta eficiencia 
catalítica en las dietas animales. Por tal razón, diversas compañías y centros de 
investigación enfocan sus esfuerzos al desarrollo de fitasas mejoradas, termoestables, 
más resistentes a proteasas, etc., para la producción industrial de preparaciones 










5.1. Reactivos y material biológico 
 La cepa Bacillus subtilis VTT E-68013 se obtuvo de la colección de cultivos del 
Centro de Investigación Técnica de Finlandia (Culture Collection of the Technical 
Research Centre of Finland). 
 Se trabajó con cinco fitasas, tres de ellas del género Bacillus, y dos fitasas 
comerciales Natuphos y Allzyme SSF ambas del género Aspergillus. En la tabla VI se 
describe el origen de cada una de ellas. 
 
Tabla VI. Descripción de las enzimas usadas en este proyecto Origen, clasificación 









Fitasa C Nativa 
(PhyC-N) 
Fitasa C nativa de Bacillus 
subtilis 
EC 3.1.3.8 Kerovuo J. 
(2000) 
Fitasa C Recombinante 
(PhyC-R) 
Fitasa C de B. subtilis 
expresada en Pichia 
pastoris  
EC 3.1.3.8 Rodríguez L. 
(2006) 
Fitasa C Modificada 
Recombinante (FTE) 
Fitasa de Bacillus 
modificada expresada en 
Pichia pastoris  
EC 3.1.3.8 Gallegos J. 
(2006) 
Natuphos(BASF/DSM) 
Enzima Comercial  Aspergillus niger 
EC 3.1.3.26  
Allzyme SSF(Alltech) 
Enzima comercial 
Aspergillus niger EC 3.1.3.26  
 
 Para la preparación de medios para el cultivo de Bacillis subtilis se utilizó fosfato 
monobásico de potasio KH2PO4 (Fermont 35862), fosfato dibásico de potasio anhidro 
K2HPO4 (Fermont 35842), sulfato de amonio (NH4)2SO4 (Sigma A-4418), sulfato de 
magnesio (MgSO4) (Fermont 63622), hidrolizado de caseína (Sigma C-0626), cloruro de 
calcio (Sigma C-3306), y salvado de trigo. Para los medios de Pichia pastoris se utilizó 
fosfato monobásico de potasio KH2PO4 (Fermont 35862), fosfato dibásico de potasio 
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anhidro K2HPO4 (Fermont 35842), base nitrogenada de levadura (YNB) (Sigma Y-
0626), biotina (Sigma B-4501), glicerol (Fermont 06201), metanol (Fermont 06125). 
 Para la caracterización bioquímica de las cinco fitasas se utilizaron los siguientes 
reactivos: ácido fítico ó fitato de sodio (sal dodecasódica) (Sigma P-3168), trizma-base 
(Sigma T-6066), acetato de sodio (Sigma F-0670), ácido clorhídrico (Productos 
Químicos Monterrey 01245), hidróxido de sodio (Fermont 36901), ácido sulfúrico 
(Productos Químicos Monterrey 01615), molibdato de amonio (Fermont 40051), ácido 
ascórbico (Fermont 03121), ácido tricloroacético (Fermont 03701), liofilizado de 
hepatopáncreas de camarón (Litopeneaus vannamei), tripsina porcina (Sigma T-0134). 
 Para el análisis de proteínas se utilizó albúmina bovina (Sigma A-8022), azul 
brillante de coomassie G-250 (Sigma B-0770), alcohol etílico 96° G.L: (Jalmek A-3380-
16), ácido fosfórico 85% (Fermont 01335). Para el análisis por electroforesis en gel de 
poliacrilamida en condiciones desnaturalizantes (SDS-PAGE) se utilizó lo siguiente: 
acrilamida (Sigma A-8887), bis-acrilamida (Research-Organics 9540M), dodecil sulfato 
de sodio SDS (Promega-H-5114), glicina (Sigma G-7126), persulfato de amonio (Gibco 





 Los equipos utilizados para el desarrollo de este trabajo se describen a 
continuación: una campana microbiológica (Labconco Co. Inc.), balanza granataría 
(Mettler, Toledo), balanza analítica (Mettler, Toledo), potenciómetro (Beckman), placa 
de agitación (Termolyne), agitadores magnéticos (Thermoline), gradillas (Glaser), baño 
de agua (Precision, Termo EC), cubetas desechables de poliestireno (Sigma C-5291), 
incubadora (Yamato), placa de calentamiento 17600 modelo DB17615 (Thermoline), 
termociclador (PCR Sprint Hybaid), cámara de electroforesis vertical y fuente de poder 
(494 ISCO), equipo de captura de imágenes (EDAS 40 Kodak), espectrofotómetro DU-
650 (Beckman Coulter), espectrofotómetro modelo SmartSpect (Bio-Rad TM3000), 
microcentrífuga (Beckman, Coulter TM22R), centrífuga Allegra (Beckman Coulter 
TM21R), centrífuga Avanti (Beckman Coulter J25I), concentrador a vacío (Labconco 
Corporation), mini vortex (VWRbrand 58816-121), filtros para ultrafiltración Centricom 
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Plus 70 10 kDa (Millipore), incubadora con agitación (Lab-Line Instruments Inc.), 
bomba de vacío (0322-V4B-G180X General Electric), autoclave (Aesa), olla de presión 
21 litros (Presto), congelador a –20 °C (Torrey) y 2 refrigeradores (Torrey) 
 Para el procesamiento de datos y esquemas gráficos se empleó una computadora 
Compaq presario MV540 (Compaq), el procesador de texto Microsoft Word XP 
(Microsoft Corporation, 2002), el procesador de gráficos Microsoft Power Point XP 
(Microsoft Corporation, 2002) y la hoja de cálculo Microsoft Excel XP (Microsoft 




5.3. Estrategia experimental 
 Para realizar la caracterización bioquímica de la Fitasa C nativa y recombinantes 
se obtuvieron preparaciones semipurificadas de éstas. Para el caso de la Fitasa C nativa, 
se realizaron cultivos de 24 h bajo condiciones de inducción del gen PhyC de la cepa 
VTT E-68013 de Bacillus subtilis, la proteína se recuperó por precipitación del 
sobrenadante con etanol frío, el precipitado secado al vacío se empleó para realizar los 
ensayos de la caracterización bioquímica. Las preparaciones semipurificadas las fitasas 
C recombinantes se obtuvieron a partir de cultivos de dos cepas recombinantes de Pichia 
pastoris, una portadora en su genoma del gen phyC que codifica para la Fitasa C nativa y 
la segunda portadora de una secuencia modificada del mismo phyC. Los cultivos se 
realizaron durante 48 h bajo condiciones de inducción del gen heterólogo y las 
preparaciones de las dos fitasas recombinantes se obtuvieron a partir de los 
sobrenadantes de los medios de cultivo, los cuales fueron desalados y concentrados por 
ultrafiltración.  
 La caracterización bioquímica de las tres preparaciones semipurificadas de las 
fitasas bacterianas, se realizó evaluando los siguientes parámetros: peso molecular 
aparente mediante un análisis de SDS-PAGE, actividad enzimática a diferentes pH y 
temperaturas, termoestabilidad, susceptibilidad a enzimas digestivas de camarón y de 
tripsina porcina. Estos mismos parámetros fueron determinados para las dos fitasas 
comerciales y se realizó una comparación de éstos con los de las fitasas bacterianas 
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sujetas a estudio. Para la comparación de estos parámetros se utilizó un análisis de 
ANOVA y de t-students. 
 
 
Figura 3. Representación esquemática de la estrategia general. Se muestran cada una de las 
etapas realizadas para la caracterización bioquímica de las cinco fitasas. 
 
5.4. Actividad enzimática de fitasa 
 
5.4.1. Determinación de la actividad de fitasa y definición de conceptos 
 La determinación de la actividad de fitasa se llevó a cabo mediante el método 
descrito por Kim y colaboradores, 1998 (Kim et al., 1998a). Este método se basa en el 
incremento de fosfato inorgánico liberado a partir de ácido fítico o sus sales durante la 
reacción por unidad de tiempo. El fosfato inorgánico liberado reacciona con el 
molibdato de amonio formando un complejo iónico que al ser reducido absorbe la luz 
visible de 820 nm y puede ser determinado por espectrofotometría. Una unidad de fitasa 
en U/mL es considerada como los µmoles de fósforo liberado por minuto por mL de 
muestra, bajo las condiciones evaluadas, generalmente a 37°C durante 30 min (Kim et 
al., 1998a).  
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 El sustrato utilizado para la reacción enzimática fue el ácido fítico (sal 
dodecasódica del ácido hexafosfórico de inositol) de Sigma Aldrich Corporation (PM: 
923.8). La actividad fítica fue medida en una mezcla de reacción conteniendo una 
alícuota de la preparación enzimática, 1.6 mM de fitato de sodio, 100 mM de Tris-HCl 
pH 7.5, 1 mM de CaCl2 para el caso de las fitasas de Bacillus y para las fitasas de 
Aspergillus se utilizó un buffer de 360 mM de acetato de sodio pH 5.5, 1 mM de CaCl2 e 
incubando a 37°C durante 30 min. La reacción fue detenida con un volumen igual de 
ácido tricloroacético al 15% y el fosfato inorgánico liberado se determinó midiendo la 
absorbancia a 820 nm de acuerdo a lo reportado por Kim.  
 Para cada uno de los ensayos se consideraron dos blancos: el blanco de sustrato 
(solo sustrato sin fitasa) y el blanco de muestra (sin el sustrato), la mezcla de reacción 
enzimática se muestra en la tabla VII. El blanco de sustrato se incluye para asegurar que 
el sustrato, fitato de sodio, no libera fosfato inorgánico sin la acción de una fitasa 
durante la reacción enzimática. En caso del blanco de muestra se incluye para considerar 
la concentración de fosfato ya presente en la muestra o liberado durante la reacción 
enzimática sin la acción de una fitasa y tomar en consideración al momento de realizar 
los cálculos de actividad enzimática.  
 La reacción enzimática se realizó por triplicado para cada ensayo de la siguiente 
manera: En una celda de poliestireno se agregaron 200 L de sustrato (2 mM fitato de 
sodio en buffer 360 mM de acetato sodio pH 5.5, 1 mM CaCl2 ó 100 mM Tris-HCl pH 
7.5, 1 mM CaCl2) y 50 L de la muestra diluida previamente con buffer de reacción para 
actividad de fitasa (buffer 360 mM de acetato sodio pH 5.5, 1 mM CaCl2 ó 100 mM Tris-
HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2, según su caso), la mezcla de reacción junto con sus blancos 
correspondientes (Tabla 2) se incubaron a 37°C por 30 min en un baño de agua 
Precision, Termo EC. 
 El blanco de sustrato fue preparado con 2 mM fitato de sodio en 360 mM de 
acetato sodio pH 5.5, 1 mM CaCl2 ó 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2) y buffer de 
reacción (360 mM de acetato sodio pH 5.5, 1 mM CaCl2  ó 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 
mM CaCl2) mientras que el blanco de muestra fue preparado con buffer de reacción (360 
mM de acetato sodio pH 5.5, 1 mM CaCl2  ó 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2) 
más la muestra, como se describió en la tabla VII. La reacción se detuvo por cambio de 
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pH añadiendo 250 L de TCA al 15%. Posteriormente, se adicionaron 2 mL del reactivo 
A (6 N ácido sulfúrico, molibdato de amonio al 2.5%, ácido ascórbico al 10%) recién 
preparado para la determinación del fosfato. 
 Para cada ensayo de actividad enzimática se realizó una curva de calibración por 
triplicados con tres estándares de fosfato monobásico de potasio anhidro (PM: 136.09) 
de Sigma Aldrich Corporation, de diferentes concentraciones: Estándar A (159.4 
mg/mL), estándar B (79.7 mg/mL) y estándar C (15.94 mg/mL). La mezcla de reacción 
de los estándares para la curva de calibración se realizó como se muestra en la tabla 
VIII.  
 
Tabla VII. Mezcla de reacción para actividad de fitasa de los géneros Aspergillus  y 
Bacillus. 
 
Tipo de Muestra 
*Sustrato 
Fitato de sodio 
(µL) 
**Buffer de reacción 




Problema 200 ---- 50 
Blanco de muestra ---- 200 50 
Blanco de fitato 200 50 ---- 
 
*Sustrato: Fitato de sodio 2 mM en buffer 360 mM de acetato de sodio pH 5.5, 1 mM CaCl2 ó 100 mM 
Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2 (concentración final del sustrato 1.6 mM). 
**Buffer de reacción para actividad de fitasa: 360 mM de acetato sodio pH 5.5, 1 mM CaCl2 ó 100 mM 
Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2  
***Muestra: Se diluyó con buffer de reacción para actividad de fitasa a pH 5.5 ó 7.5 según su caso,       
      antes de la reacción enzimática 
 
 Tanto las muestras como los estándares de calibración se incubaron a 37°C en 
una incubadora Yamato, durante 30 min. Posteriormente se realizó la medición de 
absorbancia a 820 nm en un espectrofotómetro Beckman Coulter, calibrando a cero con 
celda de poliestireno.  
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Tabla VIII. Curva de calibración para la determinación de fósforo (fosfato). Además 
del estándar fósforo, se añadieron 250 µL de TCA al 15% y 2 mL de reactivo. 
 
 Los μg de fósforo (P) en las muestras se calcularon mediante una interpolación 
matemática del valor de absorbancia de la muestra en la curva de absorbancia vs μg de 
fósforo, utilizando el método de mínimos cuadrados, y tomando en cuenta el factor de 
dilución de la muestra.  


















 Donde los PL son los µg de fósforo liberado del fitato por la acción de la fitasa de 






  BMBSML PPPP  
 
 Los PM son los µg de fósforo liberados de la muestra, PBS  son los µg de fósforo 
liberados del blanco de sustrato, PBM son los µg de fósforo liberados del blanco de 
muestra; 20 es un factor de conversión calculado como el inverso del volumen de 
muestra usado en la reacción enzimática expresado en mL (0.05 mL), FD es el factor de 
dilución inicial (antes de la reacción enzimática) o final (después de la reacción 
enzimática) de la muestra o el producto de ambos, t equivale al tiempo de incubación de 
la reacción enzimática (30 min) a 37°C, y 31 es el peso atómico del fósforo. En los 
diferentes ensayos el FD fue variable antes de hacer la reacción enzimática o después de 
ella dependiendo de la muestra y del ensayo. Los cálculos se realizaron con la ayuda del 











(µg P total) 
- 0 250 0 
C 125 125 2 
B 50 200 4 
B 100 150 8 
A 100 150 16 
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 La actividad específica de la fitasa (U/mg proteína) se calculó empleando la 

















 Donde µgproteína/mL corresponde a la concentración de proteínas extracelulares 
totales determinadas mediante el método de Bradford (Bradford, 1976) y el 1000 
corresponde al factor de conversión de mg a µg. 
 Para el calculó de los FTU de la fitasa (U/g peso seco) se empleó la ecuación que 










 Donde gpeso seco/mL corresponde a los gramos de peso seco de las preparaciones 
enzimáticas por volumen de suspensión. 
 
 
5.4.2. Determinación de la actividad residual (AR) 
 La actividad residual se definió como la actividad enzimática que queda después 
de someter a la preparación de la fitasa a cualquier tratamiento, tomando en cuenta con 
un valor del 100% la actividad inicial sin ningún tratamiento. Esta actividad se utilizó 
para evaluar la termoestabilidad y la susceptibilidad a enzimas digestivas de camarón y 
de tripsina porcina para las cinco fitasas en estudio. La actividad residual (AR) se 

















 Donde los U/mLf corresponden a los U/mL después de someter la fitasa a algún 
tratamiento determinado y las U/mLi corresponden a los U/mL de la misma preparación 
enzimática sin someterla a algún tratamiento determinado. AR se expresa en porcentaje 
(%). 
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5.4.3. Determinación de proteínas totales 
 La concentración de proteínas totales se determinó a las diferentes muestras de 
las cinco fitasas por el método de Bradford (Bradford, 1976), para lo cual se midió la 
absorbancia a 595 nm que se presenta por la unión del azul brillante de Coomassie a las 
proteínas, en un espectrofotómetro (Beckman Coulter). Se realizaron curvas de 
calibración con estándares de albúmina de suero bovino (ASB), en un intervalo de 
concentración de 5 a 45 µg/mL (tabla IX). Tanto las muestras como los estándares se 
prepararon por triplicado.  
 
Tabla IX. Curva de calibración para la determinación de proteínas totales mediante 
el método Bradford. Además de la ASB y el agua MiliQ, se añadieron 800µL de 
solución de azul brillante de Coomassie. 
Agua MilliQ 
(L) 




200 0 0.0 (Blanco) 
180 20 5.0 
170 30 7.5 
140 60 15.0 
110 90 22.5 
80 120 30.0 
20 180 45.0 
 
 Las muestras se prepararon tomando 200 L del sobrenadante directo o de una 
dilución cuando las muestras quedaban fuera de la curva de calibración, y se agregaron 
800 L de solución de azul brillante de Coomassie G-250. Posteriormente fueron 
obtenidas las lecturas de absorbancia a 595 nm tanto de los estándares como de las 
muestras. Con las lecturas de los estándares se construyó una curva de calibración la que 
fue estimada por el método de mínimos cuadrados. En base a la curva construida, se 
determinó la concentración de las muestras empleando la ecuación de la recta. Los 




5.4.4. Análisis de proteínas por SDS-PAGE 
 El análisis de proteínas por SDS-PAGE se realizó en las preparaciones 
semipurificadas de las cinco fitasas, la muestra se diluyó con buffer de muestra para 
SDS-PAGE, en una relación 1:1, y se calentó a 95 °C por 3 min. 
 Para la separación de proteínas por SDS-PAGE se empleó un gel de 
poliacrilamida al 12% y se aplicaron de 10 a 20 µL de las muestras previamente 
desnaturalizadas. Después de su aplicación en el gel, el corrimiento se llevó a cabo en 
una cámara de electroforesis vertical Termo EC, se sometió a una corriente inicial de 10 
mA (por aproximadamente 30 min), cuando el colorante penetró en el gel separador se 
incrementó la corriente a 15 mA, así se mantuvo la electroforesis hasta que el colorante 
salió del gel (por aproximadamente 80 min).  
 Al finalizar el corrimiento de las muestras, se desensamblaron los vidrios que 
contenían el gel y éste se colocó en un contenedor con solución fijadora (metanol 50%, 
ácido acético 10% en agua destilada v/v), se sometió a agitación a 50 rpm durante 2 h en 
una placa de agitación Termolyne. Después el gel se retiró de la solución fijadora, se 
añadió la solución colorante de Coomassie (azul brillante de Coomassie R-250, 0.05%, 
metanol 50%, ácido acético 10% en agua destilada v/v), se agitó a 50 rpm durante 4 h, se 
retiró la solución colorante, se añadió solución decolorante (metanol 5%, ácido acético 
7% en agua destilada v/v), se mantuvo en ésta bajo agitación constante a 50 rpm durante 
1 a 2 h. La decoloración se continuó con cambios periódicos de la solución decolorante 
hasta que se observaron bandas azules de proteínas en un fondo claro del gel (Ausubel, 
1992). Las bandas de proteínas resueltas en el gel fueron analizadas a través del sistema 
de imagen Kodak EDAS-290. 
 
 
5.5. Cultivos bajo condiciones de inducción de tres genes codificantes para fitasas 
del género Bacillus 
 
5.5.1. Cultivos de Bacillus subtilis bajo condiciones de inducción 
 Para la inducción del gen phyC de Bacillus subtilis (PhyC-N) se realizaron 
cultivos a nivel matraz como se muestra en la figura 4 y se describen a continuación:  
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Figura 4. Representación general de los cultivos llevados a cabo para la inducción de PhyC 
de Bacillus subtilis. El proceso de inducción se realizó en tres pasos: el primer paso fue la 
activación, el segundo paso fue la generación del inóculo adaptado y el tercer paso fue la 
inducción. Las muestras se tomaron a los tiempos establecidos para determinar DO, proteínas y 
actividad enzimática. 
 
 El cultivo se realizó en tres pasos: el primer paso consistió en la activación de la 
cepa, para lo cual la cepa Bacillus subtilis se reactivó y creció en caldo nutritivo a partir 
de cultivos conservados en caldo nutritivo-glicerol al 50%. 
 Se tomaron 150 L de la cepa conservada en glicerol y se inoculó en 15 mL de 
caldo nutritivo (Difco) conteniendo 600 µL de CaCl2 al 5% (para obtener una 
concentración final 0.2% de CaCl2), éstos se incubaron a 30°C con agitación constante a 
250 rpm durante 24 h.  
 El segundo paso consistió en la obtención del inóculo, para lo cual los cultivos 
del paso 1 se utilizaron para inocular matraces conteniendo 129 mL del medio de 
inducción salvado de trigo (Anexo A), éstos se incubaron a 30°C con agitación constante 
a 250 rpm durante 24 h.  
 El tercer paso consistió en la inducción de PhyC de Bacillus subtilis, para lo cual 
los cultivos del paso 2 se utilizaron para inocular matraces conteniendo 1290 mL del 
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medio de inducción salvado de trigo (Anexo A), éstos se incubaron a 30°C con agitación 
constante a 250 rpm durante 24 h.  
 Para calcular la velocidad específica (µ) y el tiempo de duplicación del medio de 
la cepa de Bacillus subtilis en las condiciones de cultivo empleadas, se tomaron 
alícuotas a los tiempos 0, 6, 12 y 24 h y se determinó la DO de las muestras en cubetas 
desechables de poliestireno. Para la determinación de proteínas totales y actividad 
enzimática para fitasa se utilizó el medio de cultivo libre de células obtenido a los 
tiempos antes mencionados. 
 Las células se separaron del medio de cultivo mediante centrifugación a 4,800 g 




5.5.2. Cultivos de Pichia pastoris bajo condiciones de inducción 
 Para la inducción de las cepas recombinantes de Pichia pastoris conteniendo 
PhyC-R y FTE se realizaron cultivos a nivel matraz bajo las condiciones experimentales 
que se muestran en la figura 5.  
 El cultivo se realizó en tres pasos: el primer paso consistió en la activación de la 
cepa y la obtención del inóculo, para lo cual las cepas de Pichia pastoris se reactivaron y 
se crecieron en YPD (Peptona 2%, extracto de levadura 1%, dextrosa 2%) a partir de 
cultivos conservados en YPD-glicerol al 15%. 
 Se tomaron 250 L de las cepas conservadas en YPD glicerol y se inocularon en 
25 mL de YPD, éstos se incubaron a 30°C con agitación constante a 250 rpm hasta 
alcanzar una DO de 8 a 10, en aproximadamente 16 a 20 h.  
 El segundo paso consistió en la obtención de biomasa, en este paso se utilizó el 
medio BMG en el cual el glicerol se usó como única fuente de carbono y la expresión el 
gen heterólogo se mantuvo reprimida. 
 Para lo cual se utilizaron los cultivos del paso 1 para inocular matraces 
conteniendo 600 mL de medio BMG (fosfato de potasio 100 mM, pH 6.0; base 
nitrogenada para levaduras [YNB] 1.34%, biotina 4x10
-5
%, glicerol 1%), se ajustó el 
volumen del inoculo para obtener una DO inicial de 0.2-0.3, estos se incubaron a 30°C a 
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250 rpm hasta alcanzar una DO de 9-10. Posteriormente, las células se cosecharon por 
centrifugación a 4800 g por 10 min a temperatura ambiente.  
 
YPD (10 mL)
Activación de la cepas
recombinantes
Pichia pastoris






10 min  /4ºC 
Ø 4800 g












Figura 5. Representación general de los cultivos llevados a cabo para la inducción PhyC-R 
y FTE expresadas en Pichia pastoris. El proceso de inducción se llevó acabo en tres pasos: 
activación y obtención del inoculo en YPD, obtención de biomasa en BMG y inducción de la 
expresión del gen heterólogo en BMM. Las muestras se tomaron a los tiempos establecidos para 
cada determinación realizada. 
 
 El tercer paso consistió en la inducción del gen heterólogo, el paquete celular 
obtenido en el paso 2 se resuspendió en 120 mL de BMM-CaCl2 (fosfato de potasio 100 
mM, pH 6.0; YNB 1.34%, biotina 4x10
-5%
, CaCl2 0.1%, metanol 0.75%), donde se 
alcanzó una DO de 50-52. La inducción del gen heterólogo se inició al agregar el 
metanol absoluto como única fuente de carbono, a una concentración final de 0.75% 
(900 L/ 120 mL de cultivo). El cultivo se incubó a 30°C a 250 rpm durante 48 h, cada 
24 h se midió la DO y se agregó metanol ajustando la concentración al 0.75%. Cada 24 h 
se tomaron alícuotas para determinar proteínas totales extracelulares y actividad 
enzimática para fitasa en el medio de cultivo libre de células. Las células se separaron 
del medio de cultivo mediante centrifugación a 4800 g a 4°C, durante 30 min, los 
sobrenadantes se guardaron a -20°C, para su análisis posterior.  
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5.5.3. Análisis de los cultivos de las tres fitasas del género Bacillus 
 
5.5.3.1. Determinación de parámetros de crecimiento del cultivo de Bacillus subtilis 
 Para calcular la velocidad específica de crecimiento (µ) se llevaron a cabo 
cinéticas de crecimiento evaluadas por DO, para lo cual se tomaron muestras del cultivo 
a las 0, 6, 12 y 24 h y se realizaron lecturas de DO de las muestras diluidas 1:10 (para 
todos los tiempos). La dilución se realizó de la siguiente manera: se tomaron alícuotas de 
300 µL del cultivo y se llevaron a 3 mL con agua destilada en una cubeta desechable de 
poliestireno. La absorbancia de estas diluciones fue determinada en un 
espectrofotómetro SmartSpect 
TM
 300 de Bio-Rad, calibrando a cero de absorbancia con 
agua destilada a 600 nm. La DO de los cultivos se obtuvo multiplicando la absorbancia a 
600 nm por el factor de dilución.  
 Para obtener las velocidades específicas de crecimiento () se construyeron 
gráficas semilogarítmicas de DO (se determinó el logaritmo natural de cada DO 
corregida por el factor de dilución) vs tiempo, se calculó la pendiente en la fase lineal 
inicial de dichas curvas de crecimiento mediante el método de mínimos cuadrados. 
 La pendiente resultante es igual a la velocidad específica de crecimiento (µ) en h
-
1
. Para calcular los tiempos de duplicación (td) se aplicó la siguiente ecuación: 

)2(Ln
td   
 El procesamiento de datos para el cálculo de logaritmos naturales, velocidades 
específicas de crecimiento y tiempos de duplicación, así como la construcción de las 
gráficas de las cinéticas de crecimiento se realizaron mediante la ayuda del programa 
Microsoft Excel para OfficeXP. 
 
 
5.5.3.2. Comportamiento de los cultivos de Pichia pastoris 
 Para la evaluación del desarrollo del cultivo de Pichia pastoris bajo condiciones 
de inducción, se tomaron muestras del cultivo a las 0 (T0) ,12 (T1) y 24 (T3) h y se 
realizaron lecturas de DO de las muestras diluidas (T0 1:1, T2 1:100 y T3 1:100). La 
dilución se realizó de la siguiente manera: se tomaron alícuotas de 30 a 300 µL del 
cultivo y se llevaron a 3 mL con agua destilada en una cubeta desechable de 
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poliestireno. La absorbancia de estas diluciones fue determinada en un 
espectrofotómetro SmartSpect 
TM
 300 de Bio-Rad, calibrando a cero de absorbancia con 
agua destilada a 600 nm. La DO de los cultivos se corrigiendo multiplicando por el 
factor de dilución. 
 
 
5.5.3.3. Determinación de la concentración de proteínas 
 En la determinación de proteínas totales, se utilizaron muestras de los cultivos 
inducidos de Bacillus subtilis de 24 h bajo las condiciones de cultivo realizadas de 
acuerdo al procedimiento de la figura 4 (sección 5.5.1) y de los cultivos de Pichia 
pastoris de 48 h bajo las condiciones de cultivo realizadas de acuerdo al procedimiento 
de la figura 5 (sección 5.5.2). 
 La concentración de proteínas totales se determinó en los sobrenadantes libres 
de células de los cultivos Bacillus subtilis a los tiempo 0 (T0), 6 (T2), 12(T3) y 24 (T4) 
h, las muestras se diluyeron (T0 1:40, T2 1:10, T3 1:10 y T4 1:10) para que quedaran 
dentro de la curva de calibración presentada en la tabla IX (sección 5.4.3). En los 
sobrenadantes libres de células de los cultivos de Pichia pastoris, la concentración de 
proteínas se determinó a los tiempo 0 (T0), 12 (T1) y 24 (T3) h, diluyendo las muestras 
(T0 1:1, T2 1:2 y T3 1:4) para que quedaran dentro de la curva de calibración 
presentada en la tabla IX (sección 5.4.3) 
 La reacción se llevó a cabo con 200 L del sobrenadante directo o diluido y 800 
L de la solución de azul brillante de Coomassie G-250 y se determinó la absorbancia a 
595 nm como lo descrito en la sección 5.4.3. Con las lecturas de los estándares se 
construyó una curva de calibración que fue estimada por el método de mínimos 
cuadrados. En base a la curva construida, se determinó la concentración de proteínas de 
las muestras empleando la ecuación de la recta. Los cálculos se realizaron con la ayuda 
del programa Microsoft Excel para Windows XP. 
 
 
5.5.3.4. Determinación de la actividad enzimática de fitasa 
 La determinación de la actividad enzimática se llevó a cabo mediante el método 
descrito por Kim y colaboradores, 1998 (Kim et al., 1998a). El sustrato utilizado fue el 
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ácido fítico (sal dodecasódica del ácido hexafosfórico de inositol, PM: 923.8.) de Sigma 
Aldrich Corporation y considerando para cada ensayo dos blancos: blanco de sustrato y 
el blanco de muestra como se explica en la tabla VII (sección 5.4.1). 
 Para la determinación de actividad enzimática, se utilizaron muestras de los 
cultivos inducidos de Bacillus subtilis de 24 h y de los cultivos de Pichia pastoris de 48 
h bajo las condiciones de cultivo realizadas de acuerdo al procedimiento de las figuras 4 
y 5 (sección 5.5.2 y 5.5.2). 
 Las muestras para el análisis enzimático de los cultivo de B. subtilis fueron 
colectadas a los tiempos 0, 12 y 24 h de inducción. El medio de cultivo libre de células 
(muestra) fue ajustada a 1 mM de CaCl2, posteriormente se diluyó 1:10 con 100 mM 
Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2. Para las muestras de los cultivos de Pichia pastoris 
colectadas a las 24 y 48 h inducción, el medio de cultivo libre de células (muestra) se 
ajustó a 1 mM de CaCl2, y se diluyó 1:5 con 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2. 
Para el caso de Pichia pastoris se realizó una segunda dilución 1:4 después de la 
reacción enzimática para que las lecturas de absorbancia quedaran dentro de la curva de 
calibración de fosfatos descrita en la tabla VIII (sección 5.4.1). 
 Cada reacción enzimática se realizó en una celda de poliestireno, se agregaron 
200 L de sustrato (2 mM fitato de sodio en 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2) y 
50 µL de la muestra diluida previamente. La mezcla de reacción junto con sus blancos 
correspondientes (Tabla VII) se incubaron a 37°C por 30 min en un baño de agua 
Precision, Termo EC. El blanco de sustrato fue preparado con sustrato (2 mM fitato de 
sodio en 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2) y buffer de reacción (100 mM Tris-
HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2), mientras que el blanco de muestra fue preparado con buffer 
de reacción (100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2) más la muestra (sobrenadante libre 
de células), como se describió en la tabla VII. La reacción se detuvo precipitando la 
enzima con 250 L de TCA al 15%, y se diluyó 1:8 (62.5 µL de mezcla de reacción-
TCA (1:5) + 435 µL de agua MilliQ). Posteriormente se adicionó el reactivo A (ácido 
sulfúrico 6 N, molibdato de amonio 2.5%, ácido ascórbico 10%) recién preparado para 
la determinación del fosfato.  
 Para la determinación de fosfato se realizó una curva de calibración de acuerdo a 
la tabla VIII, tanto las muestras como los estándares de calibración se incubaron a 37°C 
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en una incubadora Yamato, durante 30 min. Posteriormente se realizó la medición de 
absorbancia a 820 nm en un espectrofotómetro Beckman Coulter, calibrando a cero con 
una celda de poliestireno. Los cálculos se realizaron de acuerdo a la fórmula 
previamente descrita en la sección 5.4.1. 
 
 
5.6. Obtención de preparaciones semipurificadas de la Fitasa C de Bacillus subtilis 
 La preparación semipurificada de la Fitasa C de Bacillus subtilis (PhyC-N) se 
realizó a partir de las fermentaciones de 3 L a nivel matraz (sección 5.5.1) como se 

























Figura 6. Representación general de la preparación semipurificada de la Fitasa C de 
Bacillis subtilis (PhyC-N). La preparación se realizó precipitando el sobrenadante del cultivo 
con etanol frío, posteriormente se lavó con acetona y se secó al vacio  
 
 La obtención de la preparación de la Fitasa C de Bacillus subtilis se realizó en 
dos pasos: 
 El primer paso consistió en centrifugar los 3000 mL del sobrenadante del cultivo 
de Bacillus subtilis a 3,600 g (5000 rpm, centrífuga Allegra™ 21R, rotor JA-14 
Beckman) a 4ºC durante 30 min, eliminando restos celulares. 
 El segundo paso consistió en precipitar los 2900 mL obtenidos del sobrenadante 
libre de células con 9000 mL de etanol desnaturalizado frío, éste se agregó poco a poco 
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y con ayuda de una barra metálica se homogenizó perfectamente, hasta terminar de 
agregar el solvente. Posteriormente se dejó precipitar toda la noche a 4°C, después los 
12 L del sobrenadante precipitado se centrifugó a 3600 g (centrífuga Allegra™ 21R, 
rotor JA-14 Beckman), a 4°C durante 30 min, en frascos de 250 mL (Beckman). 
Finalmente el precipitado se obtuvo en un tubo cónico de 50 mL. Para poder eliminar 
fácilmente la humedad, el precipitado se lavó con 20 mL de etanol frío desnaturalizado 
resuspendiéndolo perfectamente, posteriormente se centrifugó a 1880 g durante 30 min a 
4°C y se eliminó el sobrenadante. Este proceso se repitió dos veces con etanol frio y dos 
con acetona, la humedad se eliminó totalmente al vacio, de la siguiente manera: el 
precipitado se fue colocado en un tubo cónico de 50 mL previamente pesado y sellado 
con un gasa doble, éste se introdujo en un matraz de quitasatos de 2 L en posición 
vertical, sellando perfectamente el matraz con un tapón, posteriormente se puso bajo 
condiciones de vacio durante aproximadamente 7 h hasta secarse completamente. Se 
obtuvieron 5 g de producto seco (preparación semipurificada de la Fitasa C de B. 
subtilis), el polvo de apariencia fina y de color crema claro se almacenó a -20°C, para su 
uso posterior. 
 Para la evaluación de la preparación semipurificada de la Fitasa C de B. subtilis 
se prepararon muestras a 40 y 80 mg polvo de fitasa /mL de buffer 100 mM de Tris-HCl 
pH 7.5, 1 mM de CaCl2 y 100 ppm Tween 20 (20 µg/µL). Para las muestras de 40 
mg/mL se pesaron 200 mg del polvo de la preparación de fitasa y se resuspendieron en 5 
mL del buffer antes mencionado, en un tubo cónico de 50 mL. La mezcla se agitó 
durante 30 min a 4°C, posteriormente se centrifugó a 6900 g durante 30 min a 4ºC. El 
sobrenadante café claro se separó y se realizaron alícuotas de 500 µL, las cuales se 
mantuvieron a -20ºC, hasta su posterior uso. Para las preparaciones a 80 mg/mL se 
pesaron 400 mg de polvo de fitasa y se realizó el mismo procedimiento anterior. 
 
 
5.7. Obtención de preparaciones semipurificadas de la Fitasa C recombinante y de 
la Fitasa C modificada recombinante producidas en Picha pastoris 
 Las preparaciones semipurificadas de la Fitasa C recombinante (PhyC-R) y de la 
Fitasa C modificada recombinante (FTE) producidas en Pichia pastoris se realizaron a 
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partir de las fermentaciones de 120 mL a nivel matraz (sección 5.5.2) como se muestra 
en la figura 7. 
 La obtención de la preparación semipurificada de la Fitasa C recombinante 
(PhyC-R) y de la Fitasa C modificada recombinante (FTE) se realizó en dos pasos: 
 El primer paso consistió en concentrar y diafiltrar los 120 mL de cada uno de los 
sobrenadantes de los cultivos con Pichia pastoris (PhyC-R y FTE) en una unidad de 
ultrafiltración con una membrana de celulosa con un tamaño de poro de 10 kDa 
(Centricon Plus-70 Millipore), por centrifugación en pasos sucesivos de 60 mL a 4000 g 























Figura 7. Representación general de la preparación semipurificada de la Fitasa C 
recombinante (PhyC-R) y de la Fitasa C modificada recombinante (FTE) producidas en 
Pichia pastoris. Las preparaciones se obtuvieron realizando una ultrafiltración de 10 kDa, 
concentrando, diafiltrando y cambiando el buffer de los sobrenadantes libres de células de los 
cultivos de Pichia pastoris en una unidad de filtración (Centricon Plus-70 Millipore, membrana 
de celulosa con un tamaño de poro de 10 kDa). 
 
 Con este proceso se eliminaron restos celulares, sales y fosfatos, para recuperar 
los sobrenadantes concentrados y diafiltrados, se invirtió la unidad de filtración y se 
centrifugó a 2000 g durante 2 min, recuperando aproximadamente 500 µL. El segundo 
paso consistió en cambiar el buffer y lavar los 500 µL obtenidos en el paso anterior, en 
otra unidad de filtración de las características antes mencionadas, se realizó una serie de 
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tres lavados con 60 mL de buffer 100 mM de Tris-HCl pH 7.5, 5 mM de CaCl2, y 
centrifugando a 4000 g a 4ºC durante 30 min (Centrifuga Allegra 6 Beckman Coulter, 
Rotor GH-38 180º). Posteriormente la muestra se recuperó invirtiendo la unidad de 
filtración (Centricon Plus-70 Millipore) y centrifugando a 2000 g durante 2 min, 
recuperando aproximadamente 500 µL, los cuales se llevaron a 6 mL con el mismo 
buffer antes mencionado. Los 6 mL de las preparaciones obtenidas (concentrados 20 




5.8. Obtención de preparaciones de dos fitasas comerciales: Natuphos y Allzyme 
SSF 
 Para la obtención de las preparaciones de las fitasas comerciales Natuphos y 
Allzyme SSF se prepararon suspensiones de éstas en un buffer de acetatos (360 mM de 
acetato de sodio pH 5.5, 1 mM de CaCl2 y 100 ppm Tween 20 (20 µg/µL)) a una 
concentración de 10 mg/mL. Para lo cual, se pesaron 200 mg del polvo de cada fitasa y 
se resuspendieron en 20 mL del buffer antes mencionado en un tubo cónico de 50 mL. 
La mezcla se agitó durante 30 min a 4°C y posteriormente se centrifugó a 6900 g 
durante 30 min a 4ºC. Con el sobrenadante obtenido se prepararon alícuotas de 500 µL, 
las cuales se mantuvieron a -20ºC, hasta su posterior uso. 
 Para la evaluación de las preparaciones de Natuphos y Allzyme SSF se realizaron 
diluciones de las alícuotas de los sobrenadantes descongelados. Para el caso de la fitasa 
Natuphos se realizaron dos diluciones una a 1:50 (donde se tomaron 20 µL de la alícuota 
descongelada y se mezcló perfectamente con 980 µL del buffer antes mencionado en un 
tubo cónico de 2 mL) para obtener una concentración de 0.2 mg/mL y la otra 1:25, para 
lo cual se tomaron 40 µL de la alícuota descongelada y se mezcló perfectamente con 960 
µL del buffer antes mencionado para obtener una concentración de 0.4 mg/mL. Para la 
fitasa de Allzyme SSF también se realizaron dos diluciones una a 1:20, para lo cual se 
tomaron 50 µL de la alícuota descongelada y se mezcló perfectamente con 950 µL del 
buffer antes mencionado en un tubo cónico de 2 mL y otra 1:10 donde se tomaron 100 
µL de la alícuota descongelada y se mezcló perfectamente con 900 µL del buffer antes 




5.9. Caracterización bioquímica de las fitasas 
 
5.9.1. Peso molecular: Análisis de SDS-PAGE 
 El peso molecular se determinó a partir de las tres preparaciones semipurificadas 
de las fitasas del género Bacillus (PhyC-N, PhyC-R y FTE) y de las dos preparaciones 
de las fitasas del género Aspergillus (Natuphos y Allzyme SSF), mediante un análisis 
SDS-PAGE con un gel de poliacrilamida al 12%. 
 La Fitasa C nativa (PhyC-N) se preparó de la siguiente manera: se tomaron 200 
µL de la suspensión a 40 mg/mL y se precipitaron con 600 µL de etanol frío durante 
toda la noche, se centrifugó a 5000 rpm a 4ºC durante 30 min, después se eliminó el 
sobrenadante y el paquete formado se resuspendió en 10 µL de agua MilliQ y 10 µL de 
buffer de muestra para SDS-PAGE, después se calentó 95-100ºC durante 5 min, para 
posteriormente aplicarse toda la muestra en uno de los carriles del gel.  
 Para el caso de las fitasas PhyC-R y FTE, las muestras se prepararon de la 
siguiente manera: se tomaron 150 µL del sobrenadante concentrado (PhyC-R ó FTE) y 
se precipitaron con 600 µL de metanol-acetona (1:1) durante toda la noche, se 
centrifugó a 5000 rpm a 4ºC durante 30 min, después se eliminó el sobrenadante y el 
paquete formado se resuspendió en 25 µL de agua MilliQ, posteriormente se tomaron 
10 µL de esta muestra y se mezclaron con 10 µL de buffer de muestra (SDS-PAGE) y 
se continuó con el procedimiento antes mencionado. Para el caso de las fitasas 
comerciales Natuphos y Allzyme SSF, las muestras se prepararon a partir de las 
suspensiones a una concentración de 10 mg/mL, se tomaron 25 µL de esta suspensión y 
se precipitó con 75 µL de etanol frío durante toda la noche, posteriormente se siguió el 
mismo procedimiento antes mencionado para la PhyC-N. Después de aplicar las 








5.9.2. Evaluación y comparación de la actividad enzimática a diferentes valores de 
pH 
 La evaluación de la actividad enzimática a diferentes pH se determinó a partir de 
las tres preparaciones semipurificadas de las fitasas del género Bacillus (PhyC-N, 
PhyC-R y FTE) y de las dos preparaciones de las fitasas del género Aspergillus 
(Natuphos y Allzyme SSF) a 37ºC en presencia de 1 mM de CaCl2 como se muestra en 
la figura 8. 
 El efecto del pH en la actividad enzimática, se determinó utilizando diferentes 
amortiguadores a 1 mM CaCl2 durante la reacción enzimática. Para el pH 2.5 se usó 250 
mM Glicina-HCl, 1 mM CaCl2, para el pH 5.5 se usó 360 mM acetato sodio, 1 mM 
CaCl2, y a pH 7.5 y 9 se usó 100 mM Tris-HCl, 1 mM CaCl2 ajustando los valores de 
pH a 7.5 y 9 con ácido clorhídrico concentrado. Cada ensayo a diferentes valores de pH 











X + SD (CV)
n=3 
pH 2.5 (Glicina-HCl) 
pH 5.5 (Acetatos) 
pH 7.5 (Tris-HCl) 
pH 9 (Tris-HCl) 
 
Figura 8. Representación del diseño experimental para la evaluación de la actividad 
enzimática a diferentes valores de pH. Para determinar el efecto del pH se realizaron ensayos 
con amortiguadores de diferentes valores de pH. 
 
 La reacción enzimática se realizó como se describe en la tabla VII de la sección 
5.4.1 con sus blancos correspondientes (blanco de muestra y blanco de fitato).  
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 La actividad enzimática se determinó como se indica en la sección de actividad 
enzimática (5.4.1) y el % de actividad respecto al valor de actividad enzimática más alto 
















 Donde los U/mLa corresponden a la actividad más alta de cada fitasa a un pH 
determinado y las U/mLI corresponden a la actividad determinada a diferentes pH de 
cada fitasa. 
5.9.3. Evaluación y comparación de la actividad enzimática a diferentes 
temperaturas 
 La evaluación de la actividad enzimática a diferentes temperaturas se determinó 
a partir de las tres preparaciones semipurificadas de las fitasas del género Bacillus 
(PhyC-N, PhyC-R y FTE) y de las dos preparaciones de las fitasas del género 




















Figura 9. Representación del diseño experimental para la evaluación de la actividad 
enzimática a diferentes temperaturas (25, 37, 45, 55, 70 y 80ºC) durante 30 min. Para medir 
el efecto de la temperatura se realizaron ensayos a diferentes temperaturas mostradas en el 
esquema. 
 
 La actividad enzimática se realizó como lo descrito en la sección (5.4.1) a pH 5.5 
para las fitasas del género Aspergillus y a pH 7.5 para las fitasas del género Bacillus.  
 La reacción enzimática se llevó a cabo a 25, 37, 45, 55, 70 y 80ºC incubando en 
un baño de agua (Precision, Termo EC) por 30 min. Este procedimiento se realizó por 
triplicado para cada temperatura. 
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 La mezcla de reacción y el cálculo de actividad enzimática se realizaron como se 
indica en la sección 5.4.1. El % de actividad respecto al valor de actividad enzimática 
















 Donde los U/mLI corresponden a la de actividad más alta de cada fitasa a una 
temperatura determinada y las U/mLi corresponden a la actividad determinada a 
diferentes temperaturas de cada fitasa. 
5.9.4. Evaluación y comparación de la estabilidad a 37ºC 
 La evaluación de la estabilidad se determinó a partir de las tres preparaciones 
semipurificadas de las fitasas del género Bacillus (PhyC-N, PhyC-R y FTE) y de las dos 
preparaciones de las fitasas del género Aspergillus (Natuphos y Allzyme SSF) a 37ºC y 
1 mM CaCl2 como se muestra en la figura 10. 
 
10, 30 y 120 min
























Figura 10. Representación del diseño experimental para la evaluación de la estabilidad de 
las cinco fitasas a 37ºC, 1 mM CaCl2 C durante 10, 30 y 120 min. Para medir el efecto de la 
estabilidad se determinó la actividad enzimática inicial y la actividad enzimática final después de 
incubar a 37ºC por 10, 30 y 120 min. 
 
 La estabilidad se evaluó determinando la actividad enzimática inicial y la 
actividad enzimática final después de incubar a 37ºC por 10, 30 y 120 min en un buffer 
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360 mM acetato de sodio pH 5.5, 1 mM de CaCl2  para las fitasas del género Aspergillus 
y en buffer 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM de CaCl2  para las fitasas del género 
Bacillus. 
 La mezcla de reacción y el cálculo de actividad enzimática se realizaron como se 
indica en la sección 5.4.1. El % de actividad respecto al valor de actividad inicial de 
















 Donde los U/mLi corresponden a la actividad sin ningún tratamiento térmico y 
las U/mLf corresponden a la actividad después de la incubación a 37ºC durante 10, 30 y 
120 min. 
5.9.5. Evaluación y comparación de la termoestabilidad a 37, 60 y 80ºC 
 La evaluación de la termoestabilidad se determinó a partir de las tres 
preparaciones semipurificadas de las fitasas del género Bacillus (PhyC-N, PhyC-R y 
FTE) y de las dos preparaciones de las fitasas del género Aspergillus (Natuphos y 
Allzyme SSF) como se presenta de manera general en la figura 11. 
10 min
Comparación de medias mediante un análisis de 
































Figura 11. Representación del diseño experimental de la evaluación de la termoestabilidad 
a tres temperaturas (37, 60 y 80ºC). Para medir el efecto de la termoestabilidad se determinó la 
actividad enzimática inicial y la actividad enzimática final  después de incubar a 37, 60 y 80ºC 
por 10 min. 
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 La evaluación del tratamiento térmico de las cinco fitasas se realizó a pH 5.5 y 
7.5. Para el caso de las fitasas del género Aspergillus (Natuphos y Allzyme SSF) se 
determinó solo en presencia de 1 mM de CaCl2, mientras que la evaluación de las fitasas 
del género Bacillus (PhyC-N, PhyC-R y FTE) se determinó en presencia de 1 y 5 mM 
CaCl2. 
 En la figura 12 A se muestra el procedimiento realizado para el ensayo de 
termoestabilidad a pH 5.5 y 1 mM de CaCl2. En la figura 12 B se muestra el 
procedimiento realizado para el ensayo de termoestabilidad a pH 5.5 y 5 mM de CaCl2.  
 La termoestabilidad a pH 5.5 y 1 mM de CaCl2 (ensayo·# 12 A) se realizó con 
preparaciones enzimáticas obtenidas a un pH 7.5 y 5 mM CaCl2, a éstas se les ajustó la 
concentración de calcio a 1 mM y el valor de pH a 5.5 diluyendo 1:5 con un buffer 360 
mM de acetato de sodio a pH 5.5 y sin calcio. Habiendo ajustado el pH y la 
concentración de calcio se realizó una segunda dilución para ajustar las unidades a 0.1 
U/mL. Esta dilución fue dependiente de la preparación enzimática y finalmente la 
muestra se dividió en dos alícuotas, a una de las alícuotas se le determinó actividad 
fítica (inicial) y a la segunda se le determinó la actividad fítica final, después de someter 
la muestra ajustada a un valor de pH 5.5, 1 mM de CaCl2 y 0.1 U/mL, al tratamiento 
térmico (37, 60 y 80ºC) durante 10 min. 
Preparación enzimática 
5 mM CaCl2
Termoestabilidad a 1 mM CaCl2 pH 5.5
Ajustar la [CaCl2] a 1 mM CaCl2
diluyendo 1:5 con 360 mM de Acetato de 
Sodio  pH 5.5 sin calcio
Ajuste de las unidades (0.1 U/mL)
diluyendo con 360 mM de Acetato de Sodio pH 5.5, 1 mM CaCl2 
la dilución varia dependiendo de la preparación enzimática
Tratamiento térmico 10 min











Termoestabilidad a 5 mM CaCl2 pH 5.5
Ajuste de las unidades (0.1 U/mL)
diluyendo con 360 mM de Acetato de Sodio  pH 5.5, 5  mM CaCl2  la 
dilución varia dependiendo de la preparación enzimática
Tratamiento térmico 10 min










Ajuste de la [CaCl ] a 1 mM de CaCl2
durante la mezcla de reacción con 
360 mM de Acetato de Sodio sin CaCl2
Ajuste de la [CaCl ] a 1 mM de CaCl2
durante la mezcla de reacción con 
360 mM de Acetato de Sodio sin CaCl2
Ajuste a  pH 5.5
Ajuste a  pH 5.5
A B
 
Figura 12. Representación del diseño experimental de la evaluación de la termoestabilidad 
a pH 5.5 a 1 y 5 mM CaCl2. Para determinar la termoestabilidad a pH 5.5 se utilizó un buffer 
360 mM de Acetatos Sodio a pH 5.5. 
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 La evaluación de la actividad fítica inicial y final se determinó en presencia de 1 
mM de CaCl2 y pH 5.5 (buffer 360 de mM de acetato de sodio). Posteriormente se 
calculó la actividad residual como se describe en la sección 5.4.2. La termoestabilidad a 
pH 5.5 y 5 mM de CaCl2 (ensayo·# 12 B) se realizó al igual que el ensayo # 12 A con 
las preparaciones enzimáticas conteniendo 5 mM de CaCl2 y un valor de pH 7.5, a éstas 
se les ajustó el valor de pH y las unidades a 0.1 U/mL con un buffer 360 mM de acetato 
de sodio a pH 5.5 y 5 mM de CaCl2, esta dilución fue dependiente de la preparación 
enzimática. Posteriormente la muestra ajustada a un valor de pH 5.5 y 0.1 U/mL se 
dividió en dos alícuotas, a una de ellas se le determinó actividad fítica inicial, mientras 
que la segunda alícuota se sometió a tratamiento térmico (37, 60 y 80ºC) durante 10 min 
para después determinar actividad fítica final. En la preparación de la mezcla de 
reacción enzimática de la actividad inicial y final se realizó el ajuste de la concentración 
de calcio a 1 mM usando un buffer 360 mM de acetato de sodio a pH 5.5 y sin CaCl2, 
con ambos valores de actividad se calculó la actividad residual como se describe en la 
sección 5.4.2. 
 En la figura 13 A se muestra el procedimiento realizado para el ensayo de 
termoestabilidad a pH 7.5 y 1 mM de CaCl2. En la figura 13 B se muestra el 
procedimiento realizado para el ensayo de termoestabilidad a pH 7.5 y 5 mM de CaCl2.  
 La termoestabilidad a pH 7.5 y 1 mM de CaCl2 (ensayo·# 13 A) se realizó con 
preparaciones enzimáticas obtenidas a un pH 7.5 y 5 mM CaCl2, a las cuales se les 
ajustó la concentración de calcio a 1 mM diluyendo 1:5 con un buffer 100 mM de Tris-
HCl a pH 7.5 y sin calcio. Habiendo ajustado la concentración de calcio se realizó una 
segunda dilución para ajustar las unidades a 0.1 U/mL. Esta dilución fue dependiente de 
la preparación enzimática y finalmente se dividió en dos alícuotas, a una de las alícuotas 
se le determinó actividad fítica inicial y a la segunda se le determinó la actividad fítica 
final después de someter la muestra ajustada a 1 mM de CaCl2 y 0.1 U/mL al 
tratamiento térmico (37, 60 y 80ºC) durante 10 min. La evaluación de la actividad fítica 
inicial y final se determinó en presencia de 1 mM de CaCl2 y pH 7.5, usando un buffer 
100 mM de Tris-HCl a pH 7.5 y 1 mM de CaCl2. Posteriormente se calculó la actividad 





Termoestabilidad a 1 mM CaCl2 pH 7.5
Ajustar la [CaCl2] a 1 mM CaCl2
diluyendo 1:5 con 100 mM de Tris-HCl pH 
7.5 sin calcio (U)
Ajuste de las unidades (0.1 U/mL)
diluyendo con 100 mM de Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2
la dilución varia dependiendo de la preparación enzimática
Tratamiento térmico 10 min











Termoestabilidad a 5 mM CaCl2 pH 7.5
Ajuste de las unidades (0.1 U/mL)
diluyendo con 100 mM de Tris-HCl pH 7.5, 5  mM CaCl2
la dilución varia dependiendo de la preparación enzimática
Tratamiento térmico 10 min










Ajuste de la [CaCl ] a 1 mM de CaCl2
durante la mezcla de reacción con 
buffer100 mM TrisHCl sin CaCl2
Ajuste de la [CaCl ] a 1 mM de CaCl2
durante la mezcla de reacción con 
buffer100 mM TrisHCl sin CaCl2
A B
 
Figura 13. Representación del diseño experimental de la evaluación de la termoestabilidad 
a pH 7.5 a 1 y 5 mM CaCl2. Para determinar la termoestabilidad a pH 7.5 se utilizó un buffer 
100 mM de Tris-HCl a pH 7.5. 
 
 La termoestabilidad a pH 7.5 y 5 mM de CaCl2 (ensayo·# 13 B) se realizó al 
igual que el ensayo # 13 A con las preparaciones enzimáticas conteniendo un valor de 
pH 7.5 y 5 mM de CaCl2, a éstas se les ajustó las unidades a 0.1 U/mL diluyendo con un 
buffer 100 mM de Tris-HCl a pH 7.5 y 5 mM de CaCl2, esta dilución fue dependiente 
de la preparación enzimática. Posteriormente la muestra ajustada a 0.1 U/mL se dividió 
en dos alícuotas, en donde a una de ellas se le determinó actividad fítica inicial, 
mientras que la segunda alícuota de la muestra ajustada a 0.1 U/mL se sometió a 
tratamiento térmico (37, 60 y 80ºC) durante 10 min para después determinar actividad 
fítica final. En la preparación de la mezcla de reacción enzimática de la actividad inicial 
y final se realizó el ajuste de la concentración de calcio a 1 mM usando un buffer 100 
mM de Tris-HCl a pH 7.5, sin CaCl2, con ambos valores de actividad se calculó la 
actividad residual como se describe en la sección 5.4.2 
 
5.9.6. Evaluación y comparación de la estabilidad a la proteólisis por las enzimas 
digestivas de camarón (Litopenaeus vannamei) 
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 La evaluación de la estabilidad a las enzimas digestivas de camarón se realizó a 
partir de preparaciones semipurificadas de las fitasas del género Bacillus, (PhyC-N, 
PhyC-R y FTE) y del género Aspergillus (Natuphos y Allzyme SSF)  
 Para evaluar este objetivo se preparó un extracto crudo de hepatopáncreas de 
camarón (Litopenaeus vannamei), en la figura 14 se describe el procedimiento de dicha 
preparación. 
 La preparación del extracto crudo del hepatopáncreas de camarón se realizó a 
partir de 80 camarones, donados por el Programa de Maricultura de la Facultad de 
Ciencias Biológicas, de la siguiente manera: con ayuda de unas tijeras y unas pinzas de 
disección se extrajo el hepatopáncreas de los camarones, obteniendo 27 g de tejido 
húmedo, éste se homogenizó con un Ultraturrex en 440 mL de 10 mM de Tris-HCl pH 
7.5, 10 mM MgCl2 durante cinco períodos de 20 seg manteniendo siempre la 




















Figura 14. Representación general de la preparación del extracto crudo de hepatopáncreas 
de camarón. Para medir el efecto de la estabilidad a enzimas digestivas de camarón se preparó 
un extracto crudo de hepatopáncreas de camarón.  
 
 Posteriormente se centrifugó a 7000 g a 4ºC durante 15 min. La fase acuosa fue 
removida con pipeta evitando sustraer la capa de lípidos y los restos celulares, estos se 
desecharon posteriormente. La suspensión café clara se liofilizó y se guardó a -20ºC para 
su uso posterior. 
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 La evaluación de la susceptibilidad a la proteólisis de las cinco fitasas se realizó 
con tres preparaciones de hepatopáncreas con diferente actividad: la primera preparación 
a partir de una solución de hepatopáncreas de una actividad de tripsina de 0.18 U/mL 
BAPNA a 37ºC (0.045 U/mL en la mezcla de reacción) y 64 µg proteína/mL (1X), la 
segunda preparación a partir de una solución de hepatopáncreas de una actividad de 
tripsina de 1.8 U/mL BAPNA a 37ºC (0.45 U/mL en la mezcla de reacción) y 640 µg 
proteína/mL (10 X) y la tercer preparación a partir de una solución de hepatopáncreas de 
una actividad tripsina de 6.7 U/mL BAPNA a 37ºC (0.2 U/mL en la mezcla de reacción) 
para 40X.  
 Para la preparación 1X se pesaron 30 mg de polvo del extracto crudo de 
hepatopáncreas y se resuspendieron en 5 mL de 20 mM de Tris-HCl pH 7.6 (6 mg/mL), 
posteriormente se centrifugó a 18000 g a 4ºC durante 10 min. El sobrenadante café claro 
se separó y se realizaron alícuotas de 150 µL, las cuales se mantuvieron a -20ºC, hasta 
su posterior uso. Para las preparaciones 10 y 40X se pesaron 300 y 1200 mg de polvo 
del extracto crudo de hepatopáncreas respectivamente, se resuspendieron en 5 mL de 20 
mM de Tris-HCl pH 7.6 y se realizó el mismo procedimiento anterior. 
 La estabilidad a la proteólisis por enzimas digestivas de camarón se determinó 
evaluando la actividad enzimática después de someter las preparaciones de fitasas a una 
incubación en presencia y en ausencia de las enzimas digestivas de camarón a 37ºC 
durante 0, 10, 30 y 120 min. En la figura 15 se representa un esquema del protocolo 
experimental de este ensayo para las fitasas de Bacillus. 
 Para cada tiempo de tratamiento con hepatopáncreas, se preparó una mezcla a 1 
mM CaCl2 conteniendo 200 µL de la preparación enzimática más 100 µL de 
hepatopáncreas (Hp 1X, 10X y 40X) más 100 µL de buffer 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 
mM CaCl2. A su vez, también se preparó una muestra control (sin Hp) conteniendo 200 
µL de la preparación enzimática más 200 µL de buffer 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM 
CaCl2, tanto la muestra como el control se incubaron a 0, 10, 30 y 120 min a 37ºC.  
 Después de la incubación se determinó la actividad enzimática, para lo cual se 
tomaron 50 µL del control o la muestra y se mezclaron con 200 µL de buffer 100 mM 
Tris-HCl pH 7.5, 1 mM CaCl2 (blanco de muestra) ó 200 µL de sustrato (1.6 mM Fitato 
de sodio concentración final). Estas mezclas se incubaron a 37ºC por 30 min y se 
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determinó fósforo libre. Este ensayo se realizó con cada una de las preparaciones 
enzimáticas y con las tres concentraciones de hepatopáncreas, para cada uno de los 
ensayos tal como se muestra en la tabla X, XI y XII. Cada uno de los ensayos se realizó 
por triplicado. 
Susceptibilidad a
hepatopáncreas de camarón 
Preparación enzimática
fitasas de Bacillus *
Dilución **
Ajuste de las unidades 






200 µL 100 mM Tri-HCl  pH 7.5
50 µL  control
BC C
Control ***
200 µL preparación enzimática 
200 µL Tris-HCl  pH 7.5, 1 mM CaCl2
Muestra ***
200 µL preparación enzimática 
100 µL preparación de Hp (1, 10 y 40X)
100 µL Tris-HCl  pH 7.5, 1 mM CaCl2
200 µL 1.6 mM Fitato de sodio  pH 7.5
50 µL muestra 
200 µL 100 mM Tri-HCl  pH 7.5

















Incubación 0, 10, 30 y 120 min
Incubación a 37ºC  por  30 min
200 µL 1.6 mM Fitato de sodio  pH 7.5



































Figura 15. Representación del diseño experimental de susceptibilidad de las fitasas del 
género Bacillus frente a las enzimas digestivas de camarón. Para determinar este ensayo se 
utilizaron tres concentraciones de hepatopáncreas (1, 10 y 40X). Los asteriscos hacen referencia 




Tabla X. Actividades fíticas presentes en las preparaciones enzimáticas en el ensayo de 
susceptibilidad con Hp 1X. Los asteriscos hacen referencia a las etapas descritas en las 











Actividad de la preparación 
enzimática * 
3.17 0.89 0.55 29.45 9.48 
Actividad inicial de la 
preparación enzimática ** 
0.79 0.15 0.14 1.18 0.95 
Actividad en la mezcla de 
tratamiento *** 
0.40 0.07 0.07 0.59 0.47 












 Para la preparación enzimática de PhyC-N (40 FTU) se pesaron 400 mg del 
polvo y se resuspendieron en 5 mL de buffer 100 mM Tris-HCl pH 7.5 y 1 mM CaCl2 y 
con una actividad de 3.17 U/mL, se ajustaron las unidades a 0.79 U/mL diluyendo 1:4 
con un buffer 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM de CaCl2, se preparó la muestra y el 
control, éstas se incubaron por 0, 10, 30 y 120 min a 37ºC, obteniendo la actividad fítica 
de la muestra control (AC) y la actividad fítica de la muestra tratada con hepatopáncreas 




Tabla XI. Actividades fíticas presentes en las preparaciones enzimáticas en el ensayo de 
susceptibilidad con Hp 10X. Los asteriscos hacen referencia a las etapas descritas en las 











Actividad de la 
preparación enzimática * 
2.73 0.70 0.49 28.24 6.92 
Actividad inicial de la 
preparación enzimática ** 
0.68 0.12 0.12 1.13 0.69 
Actividad en la mezcla de 
tratamiento *** 
0.34 0.06 0.06 0.56 0.35 








n=3 al menos 
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Tabla XII. Actividades fíticas presentes en las preparaciones enzimáticas en el ensayo de 
susceptibilidad con Hp 40X. Los asteriscos hacen referencia a las etapas descritas en las 











Actividad de la 
preparación enzimática * 
3.46 0.53 0.27 33.24 10.48 
Actividad inicial de la 
preparación enzimática ** 
0.86 0.53 0.27 1.33 1.05 
Actividad en la mezcla de 
tratamiento *** 
0.43 0.26 0.13 0.66 0.52 








n=3 al menos 
 
El control se realizó para eliminar algún efecto sobre la actividad fítica causado por la 
temperatura durante el tiempo de incubación.  
 Se cálculo la actividad residual aparente del control (ARAc) y de la muestra 







































 ARAm fue denominado como porcentaje de actividad (actividad %) a lo largo 
de este texto. 
 Para el caso de las preparaciones enzimáticas de PhyC-R a 0.89 U/mL y la FTE 
a 0.55 U/mL con 5 mM de CaCl2 pH 7.5, se les ajustó la concentración de calcio (1 mM) 
y las unidades diluyendo 1:6 para PhyC-R (0.15 U/mL) y 1:4 para FTE (0.14 U/mL) 
con un buffer 100 mM de Tris-HCl pH 7.5 sin CaCl2. Posteriormente las muestras se 
trataron como se describió para la PhyC-N y se determinó ARAc y ARAm, para 
posteriormente calcular AR. 
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 En la figura 16 se representa un esquema del protocolo experimental del ensayo 
de susceptibilidad de las enzimas de Aspergillus frente a las enzimas digestivas de 
camarón.  
 Para las preparaciones enzimática de Natuphos y Allzyme SSF (2950 y 950 FTU 
respectivamente) se pesaron 100 mg del polvo y se resuspendieron en 10 mL de buffer 
360 mM de acetato de sodio, 1 mM CaCl2 y pH 5.5 con una actividad de 29.5 U/mL 
para Natuphos y 9.5 U/mL para Allzyme SSF, se ajustaron las unidades diluyendo 1:25 
para Natuphos (1.18 U/mL) y 1:10 para Allzyme SSF (0.95 U/mL) con un buffer 360 
mM de acetato de sodio pH 5.5, 1 mM de CaCl2, se preparó la muestra y el control y 
estas se incubaron por 0, 10, 30 y 120 min a 37ºC, obteniendo la actividad fítica de la 
muestra control (AC) y la actividad fítica de la muestra tratada con hepatopáncreas 
(AM) para cada tiempo de incubación. El control se realizó para eliminar algún efecto 
sobre la actividad fítica causado por la temperatura durante el tiempo de incubación.  
 Se cálculo la actividad residual aparente del control (ARAc) y de la muestra 




















































hepatopáncreas de camarón 
Preparación enzimática
fitasas de Aspergillus * 
Dilución **










200 µL preparación enzimática 
200 µL Tris-HCl  pH 7.5, 1 mM CaCl2
Muestra ***
200 µL preparación enzimática 
100 µL preparación de Hp (1, 10 y 40X)
100 µL Tris-HCl  pH 7.5, 1 mM CaCl2
200 µL 1.6 mM Fitato de sodio  pH 5.5
50 µL muestra 
200 µL 360 mM acetato sodio pH 5.5 

















Incubación 0, 10, 30 y 120 min
Incubación a 37ºC  por  30 min




































Figura 16. Representación del diseño experimental de susceptibilidad de las fitasas del 
género Aspergillus frente a las enzimas digestivas de camarón. Para determinar este ensayo 
se utilizaron tres concentraciones de hepatopáncreas (1, 10 y 40X). Los asteriscos hacen 







5.9.7. Evaluación y comparación de la estabilidad a la proteólisis por la enzima 
tripsina porcina 
 La evaluación de la estabilidad a la tripsina porcina se realizó a partir de 
preparaciones semipurificadas de las fitasas del género Bacillus (PhyC-N, PhyC-R y 
FTE) y del género Aspergillus (Natuphos y Allzyme SSF)  
 
 La enzima utilizada para esta evaluación fue la tripsina porcina de Sigma Aldrich 
Corporation (T-0134) de la cual se realizaron dos preparaciones con diferente actividad, 
la primera preparación a partir de una solución de tripsina porcina con una actividad de 
0.12 U/mL BAPNA y 62 µg proteína/mL (1X) y la segunda preparación a partir de una 
solución de tripsina porcina con una actividad de 1.2 U/mL BAPNA y 620 µg 
proteína/mL (10 X). Para la preparación 1X se pesaron 2 mg de polvo de tripsina 
porcina (Sigma) y se resuspendieron en 25 mL de 1 mM de ácido clorhídrico (0.08 
mg/mL), posteriormente se mezcló perfectamente durante unos minutos. El 
sobrenadante incoloro se separó y se realizaron alícuotas de 150 µL, las cuales se 
mantuvieron a -20ºC, hasta su posterior uso. Para la preparación 10X se pesaron 20 mg 
de tripsina porcina (Sigma) y se resuspendieron en 25 mL de 1 mM de ácido clorhídrico 
(0.8 mg/mL), se mezcló perfectamente durante unos minutos y se realizó el mismo 
procedimiento anterior. 
 La estabilidad a la proteólisis por la enzima tripsina porcina se determinó 
evaluando la actividad enzimática después de someter las preparaciones de fitasas a una 
incubación en presencia y en ausencia de las enzimas digestivas de camarón a 37ºC 
durante 0, 10, 30 y 120 min. En la figura 17 se representa un esquema del protocolo 
experimental de este ensayo para las fitasas de Bacillus. 
 Para cada tiempo de tratamiento con tripsina porcina, se preparó una mezcla a 1 
mM CaCl2 conteniendo 200 µL de la preparación enzimática más 100 µL de tripsina 
(tripsina 1X y 10X) más 100 µL de buffer 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM de CaCl2. A 
su vez, también se preparó una muestra control (sin tripsina) conteniendo 200 µL de la 
preparación enzimática más 200 µL de buffer 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM de 






fitasas de Bacillus *
Dilución **








200 µL preparación enzimática 
200 µL Tris-HCl  pH 7.5, 1 mM CaCl2
200 µL 1.6 mM Fitato de sodio  pH 7.5
50 µL muestra 
200 µL 100 mM Tri-HCl  pH 7.5

















Incubación 0, 10  y 30 min
Incubación a 37ºC  por  30 min
200 µL 1.6 mM Fitato de sodio  pH 7.5
50 µL control
200 µL 100 mM Tri-HCl  pH 7.5
50 µL  control
Muestra ***
200 µL preparación enzimática 
100 µL preparación de tripsina (1 y 10X)



































Figura 17. Representación del diseño experimental de susceptibilidad de las fitasas del 
género Bacillus frente a la enzima tripsina porcina. Para determinar este ensayo se utilizaron 
dos concentraciones de tripsina (1 y 10X). Los asteriscos hacen referencia a los valores 
descritos en las tablas XIII y XIV. 
 
 Después de la incubación se determinó la actividad enzimática, para lo cual se 
tomaron 50 µL de la muestra o el control y se mezclaron con 200 µL de buffer 100 mM 
Tris-HCl pH 7.5, 1 mM de CaCl2 (blanco de muestra) ó 200 µL de sustrato (1.6 mM 
fitato de sodio). Estas mezclas se incubaron a 37ºC por 30 min y se determinó fósforo 
libre. Este ensayo se realizó con cada una de las preparaciones enzimáticas y con las dos 
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concentraciones de tripsina porcina, para cada uno de los ensayos tal como se muestra 
en la tabla XIII y XIV. Cada uno de los ensayos se realizó por triplicado. 
 
Tabla XIII. Actividades fíticas presentes en las preparaciones enzimáticas en el 
 ensayo de susceptibilidad con tripsina 1X. Los asteriscos hacen referencia a las  etapas 












Actividad de la preparación 
enzimática * 
3.17 0.64 0.30 32.10 9.46 
Actividad inicial de la 
preparación enzimática ** 
0.79 0.26 0.12 1.28 0.95 
Actividad en la mezcla de 
tratamiento *** 
0.40 0.13 0.06 0.64 0.47 











 Para la preparación enzimática de PhyC-N (40 FTU) se pesaron 400 mg del 
polvo y se resuspendieron en 5 mL de buffer 100 mM Tris-HCl, 1 mM CaCl2 y pH 7.5 
con una actividad de 3.17 U/mL, se ajustaron las unidades a 0.79 U/mL diluyendo 1:4 
con un buffer 100 mM de Tris-HCl pH 7.5, 1 mM de CaCl2, se preparó la muestra y el 
control, éstas se incubaron por 0, 10 y 30 min a 37ºC, obteniendo la actividad fítica de 
la muestra control (AC) y la actividad fítica de la muestra tratada con tripsina porcina 
(AM) para cada tiempo de incubación. El control se realizó para eliminar algún efecto 
sobre la actividad fítica causado por la temperatura durante el tiempo de incubación.  
 
Tabla XIV. Actividades fíticas presentes en las preparaciones enzimáticas en el 
 ensayo de susceptibilidad con tripsina 10X. Los asteriscos hacen referencia a las 











Actividad de la preparación 
enzimática * 
3.12 0.62 0.30 33.50 11.37 
Actividad inicial de la 
preparación enzimática ** 
0.79 0.25 0.12 1.34 1.14 
Actividad en la mezcla de 
tratamiento *** 
0.39 0.12 0.06 0.67 0.57 








n=3 al menos 
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 Se calculó la actividad residual aparente del control (ARAc) y de la muestra 
(ARAm) como se describe en las siguientes fórmulas y de acuerdo al diagrama de la 






































 ARAm fue denominado como porcentaje de actividad (actividad %) a lo largo 
de este texto. 
 Para el caso de las preparaciones enzimáticas de PhyC-R a 0.64 U/mL y la FTE 
a 0.30 U/mL con 5 mM de CaCl2 pH 7.5, se ajustó la concentración de calcio (1 mM) y 
las unidades diluyendo 1:2.5 para PhyC-R (0.26 U/mL) y para FTE (0.12 U/mL) con un 
buffer de 100 mM Tris-HCl pH 7.5 sin CaCl2. Posteriormente las muestras se trataron 
como se describió para la PhyC-N y se determinó ARAc y ARAm, para posteriormente 
calcular AR. 
 En la figura 18 se representa un esquema del protocolo experimental del ensayo 
de susceptibilidad de las enzimas de Aspergillus frente a la enzima tripsina porcina.  
 Para las preparaciones enzimática de Natuphos y Allzyme SSF (3200 y 950 FTU 
respectivamente) se pesaron 100 mg del polvo y se resuspendieron en 10 mL de buffer 
360 mM acetato de sodio, 1 mM CaCl2 y pH 5.5 con una actividad de 32.10 U/mL para 
Natuphos y 9.50 U/mL para Allzyme SSF, se ajustaron las unidades diluyendo 1:25 
para Natuphos (1.28 U/mL) y 1:10 para Allzyme SSF (0.95 U/mL) con un buffer 360 
mM de acetato de sodio pH 5.5, 1 mM de CaCl2, se preparó la muestra y el control, éstas 
se incubaron por 0, 10 , 30 y 120 min a 37ºC, obteniendo la actividad fítica de la 
muestra control (AC) y la actividad fítica de la muestra tratada con tripsina porcina 
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(AM) para cada tiempo de incubación. El control se realizó para eliminar algún efecto 





fitasas de Aspergillus *
Dilución **






200 µL 360 mM acetato sodio pH 5.5
50 µL  control
BC C
Control ***
200 µL preparación enzimática 
200 µL Tris-HCl  pH 7.5, 1 mM CaCl2
Muestra ***
200 µL preparación enzimática 
100 µL preparación de tripsina (1 y 10X)
100 µL Tris-HCl  pH 7.5, 1 mM CaCl2
200 µL 1.6 mM Fitato de sodio  pH 5.5
50 µL muestra 
200 µL 360 mM acetato sodio pH 5.5 

















Incubación 0, 10  y 30 min
Incubación a 37ºC  por  30 min




































Figura 18. Representación del diseño experimental de susceptibilidad de las fitasas del 
género Aspergillus frente a la enzima tripsina porcina. Para determinar este ensayo se 
utilizaron dos concentraciones de tripsina (1 y 10X). Los asteriscos hacen referencia a los 
valores descritos en las tablas XIII y XIV.  
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 Se calculó la actividad residual aparente del control (ARAc) y de la muestra 






































 ARAm fue denominado como porcentaje de actividad (actividad %) a lo largo 
de este texto. 
 
 
5.9.8. Determinación del valor de Km de la Fitasa C recombinante 
 La determinación del valor de Km se realizó a partir de la preparación 
semipurificada de PhyC-R. 
 Para obtener el valor de la Km se realizaron ocho cinéticas enzimáticas de punto 
final realizadas a 30 min manteniendo constante la concentración de fitasa (0.51 U/mL) 
y aumentando la concentración de fitato de sodio de 0.03 a 1.6 mM.  
 La preparación de los stocks de fitato de sodio (923.8 g/mol) se realizaron de la 
siguiente manera: primero se preparó el stock de 2 mM, se pesaron 9.2 mg de fitato de 
sodio y se disolvió en 5 mL de 100 mM Tris-HCl pH 7.5 (sin calcio), se mezcló 
perfectamente, a partir de esta preparación se realizaron una serie de diluciones, 
mostradas en la tabla XV, para tener las diferentes concentraciones de fitato de sodio, 
estas diluciones se realizaron con un buffer 100 mM de Tris-HCl pH 7.5 (sin calcio). 
 La determinación de actividad enzimática se realizó como se indica en la sección 
de actividad enzimática (5.4.1) considerando los blancos correspondientes (el blanco de 




Tabla XV. Concentraciones del fitato de sodio presentes en la reacción enzimática para 
 la determinación del valor de la Km de la PhyC-R 
Fitato de sodio (sustrato) 










 Los valores de actividad fítica evaluados durante las cinéticas enzimáticas se 
utilizaron para calcular el valor de Km mediante los siguientes representaciones gráficas: 
Michaelis Menten teniendo como coordenadas la velocidad inicial (Vo) en el eje de las y 
contra la concentración del sustrato [S] en el eje de las x, en donde el valor más alto de 
la velocidad es la velocidad máxima (Vmax). La representación de Lineweaver-Burk tiene 
como coordenadas el inverso de la velocidad inicial (1/Vo) en el eje de y contra el 
inverso de la concentración del sustrato (1/[S]) en el eje x, estas coordenadas se basan en 
un reordenamiento algebraico de la ecuación de velocidad hiperbólica original de 
Michaelis-Menten. El punto de corte con el eje de las abscisas en el modelo de 
Lineweaver-Burk coincide con el inverso opuesto de la Km. Finalmente en la 
representación de Eadie-Hofstee las coordenadas son la velocidad inicial (Vo) en el eje 
de las y contra el coeficiente de la velocidad inicial y la concentración del sustrato 
(Vo/[S]) en el eje de las x, en donde la pendiente es –Km. 
 
5.9.9. Análisis estadístico  
 Todos los ensayos para determinar las propiedades físico-químicas de las 
diferentes fitasas se realizaron al menos por triplicado evaluando media, desviación 
standard (DS) y coeficiente de variación (%) para cada uno de ellos. Además se realizó 
una comparación de los resultados obtenidos en el efecto en la termoestabilidad, a tres 
temperaturas 37, 60 y 80ºC en presencia de dos concentraciones de calcio y dos valores 
de pH, comparando la actividad residual de las fitasas a igualdad de condiciones 
experimentales, la actividad residual de una determinada fitasa a un valor de pH 
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determinado en presencia de dos concentraciones de Ca
2+
 diferentes y la actividad 
residual de una determinada fitasa a un valor determinado de concentración de Ca
2+ 
y a 
dos valores diferentes de pH. También se comparó la actividad residual de una 
determinada fitasa a diferentes concentraciones de hepatopáncreas de camarón o de 
tripsina porcina y la actividad residual de las fitasas a la misma concentración de 
hepatopáncreas o tripsina porcina. Todas las comparaciones se realizaron mediante un 
análisis de varianza (ANOVA) y una prueba de Tuckey. Todos los procedimientos 








6.1. Cultivos bajo condiciones de inducción de tres fitasas del género Bacillus  
 
6.1.1. Cultivos de Bacillus subtilis bajo condiciones de inducción 
 El cultivo bajo condiciones de inducción de B. subtilis se realizó en un medio a 
base de salvado de trigo, de color café claro y aspecto turbio. Durante el tiempo de 
inducción el color obscureció ligeramente, al final de la inducción la turbidez disminuyó 
sin estar completamente translucido y se formaron aglomerados de células que 
precipitaron en el fondo del matraz. 
 
 
6.1.1.1. Determinación de Parámetros de Crecimiento del Cultivo de Bacillus 
subtilis 
 El crecimiento bajo condiciones de inducción de la cepa de Bacillus subtilis VTT 
E-68013 durante 24 h se presenta en la gráfica de la figura 19. Se construyó una gráfica 
semilogarítmica de Ln DO/DOo vs tiempo, para calcular la velocidad específica de 
crecimiento (µ) y tiempo de duplicación como se indica en la sección 5.5.3.1. Los 
valores de DO de cada uno de los tres ensayos evaluados fueron corregidos dividiendo 
entre el valor de DO inicial de cada ensayo (DOo). Los valores de DO usados en la 
determinación de la pendiente son el promedio de tres ensayos. 
 La velocidad específica de crecimiento se determinó con la pendiente de una 
recta obtenida entre los tiempos 0-12 h, con un coeficiente R
2





















Figura 19. Gráfica semilogarítmica de Ln DO/DOo vs tiempo. Crecimiento de Bacillus 
subtilis VVT E 68013 bajo condiciones de inducción del gen phyC. La gráfica se obtuvo de tres 
ensayos, los puntos representan el promedio de tres mediciones de DO a determinado tiempo. 
 
 Los cultivos de Bacillus subtilis VTT E-68013 presentaron una velocidad 
específica de crecimiento de 0.06 h
-1
 y un tiempo de duplicación de 11.1 h, mientras que 
los valores de velocidad de crecimiento reportados por Poulton y colaboradores (Paulton 
et al., 1970) varían de 0.30 a 1.50 h
-1
. El uso de medios de cultivo diferentes puede 
afectar la velocidad específica de crecimiento (Paulton et al., 1970). Paulton y 
colaboradores en 1970 utilizaron diferentes medios de cultivo cambiando solo la fuente 
de carbono encontrando velocidades de crecimiento diferentes para cada medio.  
 
 
6.1.1.2. Determinación de la concentración de proteínas totales 
 La concentración de proteínas totales se determinó en los sobrenadantes libres de 
células mediante el método de Bradford (Bradford, 1976).  
 En la tabla XVI se presentan los niveles de proteínas extracelulares determinadas 
a las 0, 6, 12 y 24 h de los sobrenadantes crudos de la Fitasa C de B. subtilis. 
 El valor de la concentración de proteínas del medio de cultivo libre de células 
más alto fue el inicial, indicando que el medio de inducción empleado es rico en 
polipéptidos y proteínas. Conforme pasa el tiempo del cultivo bajo condiciones de 
inducción, el nivel de proteínas disminuyó rápidamente, debido al crecimiento del 
microorganismo. 
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Tabla XVI. Proteínas totales de los sobrenadantes crudos de la Fitasa C de B. subtilis a 
diferentes tiempos de inducción. Los datos representan la X ± SD (C.V. < 5%). 
 
 Al llegar a las 12 h de inducción los niveles de proteínas se mantuvieron y a las 
24 h se elevaron ligeramente. Los niveles de proteínas obtenidos a diferentes tiempos no 
reflejaron la producción y secreción de la fitasa bacteriana. 
 
 
6.1.1.3. Determinación de la actividad enzimática de fitasa 
 La actividad de fitasa se determinó a los mismos tiempos en los que se analizaron 
las muestras para proteínas totales, detectando solo actividad de fitasa a las 24 h con 
valores de 0.42 ± 0.09 U/mL en el medio de cultivo libre de células, correspondiente a 
una actividad específica de 1.2 ± 0.06 U/mg proteína. 
 Kerovuo y colaboradores reportaron una actividad específica de 8 U/mg proteína 
en los sobrenadantes libres de células del cultivo de Bacillus subtilis VTT E-6803 
(Kerovuo., 1998). El valor de la actividad específica obtenida fue diferente al reportado 
por Kerovuo y colaboradores en el 1998 (Kerovuo et al., 1998) a pesar de utilizar la 
misma cepa de Bacillus subtilis (VTT E-6803) y las mismas condiciones del cultivo. El 
valor de la actividad específica obtenido en este ensayo pudo estar subestimado debido a 
un efecto de inhibición durante la determinación de la actividad enzimática de fitasa por 
la alta concentración de fosfatos en los sobrenadantes libres de células, la inhibición de 
la actividad de fítica por fosfatos ha sido previamente reportada por otros investigadores 
(Kim et al., 1998a). También podría ser debido a que el medio de inducción empleado 
contuviera inicialmente una mayor concentración de proteínas que el medio empleado 
por Kerovuo. 
Tiempo (h) Dilución  Proteínas 
µg/mL 
X+ SD (n=3) 
0 1:40 1241+ 13 
6 1:10 244+ 10 
12 1:10 236+ 10 
24 1:10 280+ 6 
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 El medio de salvado de trigo empleado normalmente en los cultivos para la 
expresión del gen phyC de Bacillus subtilis (PhyC-N) presenta una concentración de 6 
mM de fosfatos calculado teóricamente en base al fosfato agregado (0.1%) y una 
concentración final de 0.1% de CaCl2. Kim y colaboradores en el 1998 (Kim et al., 
1998a) reportaron que la actividad enzimática de la fitasa de Bacillus amyloliquefaciens 
es inhibida en presencia de 6 mM de fosfatos. Con lo cual se buscó disminuir la 
concentración de fosfato durante la determinación de la actividad enzimática de la Fitasa 
C de Bacillus subtilis (PhyC-N) diluyendo la muestra (1:10). Sin embargo a pesar de 
realizar estas diluciones, la concentración de fosfatos aún presente pudo interferir con el 
ensayo de actividad enzimática. 
 Los niveles de actividad enzimática presentes en los sobrenadante crudos de B. 
subtilis fueron suficientes para realizar la preparación semipurificada de PhyC-N 
empleada en la caracterización bioquímica. 
 
 
6.1.2. Cultivos de Pichia pastoris bajo condiciones de inducción 
 En los cultivos de las cepas GS115-PhyC (productora de PhyC-R) y GS115-FTE 
(productora de FTE) se utilizaron dos medios de cultivo el BMG y el BMM, estos son 
incoloros e inoloros al inicio del cultivo. Durante el transcurso de los cultivos los medios 
se tornaron más turbios y densos hasta tener una consistencia muy espesa, además 
presentaron un olor muy fuerte (queso fuerte) característica de las cepas de Pichia 
pastoris. En lo que se refiere al color de los cultivos, la cepa GS115PhyC presentó un 
color amarillo verdoso, mientras que para el caso de la cepa GS115FTE se observó un 
color amarillo claro. 
 
6.1.2.1. Comportamiento de los cultivos de Pichia pastoris 
 El comportamiento de los cultivos de las cepas GS115-PhyC y GS115-FTE se 
analizó determinando la DO durante las diferentes etapas de éstos. Para la obtención de 
biomasa, se realizaron cultivos de Pichia pastoris en 600 mL de BMG, hasta obtener 
una DO ≈ 10. Para la obtención del cultivo de alta densidad en BMM el cultivo de BMG 
se concentró cinco veces (de 600 mL a 120 mL) para obtener una DO ≈ 50. La 
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inducción se realizó durante 48 h en BMM. Los resultados se presentan más 
detalladamente en la tabla XVII. 
 Se buscó obtener cultivos de alta densidad durante la etapa de inducción de las 
cepas recombinantes de Pichia pastoris con el fin de obtener suficiente biomasa para la 
producción de las fitasas recombinantes.  
 
 
Tabla XVII. Comportamiento de los cultivos de Pichia pastoris. 











PhyC-R 0.3 10.6 53.0 55.0 58.8 
FTE 0.3 9.4 47.0 52.0 53.5 
 
En todos los cultivos de las cepas en estudio se observó un ligero crecimiento 
celular durante la etapa de inducción con cultivos de alta densidad celular. Con estos 
cultivos de alta densidad celular se buscó aumentar la concentración de las proteínas 
heterólogas en el medio de cultivo libre de células. 
 
 
6.1.2.2. Determinación de la concentración de proteínas totales 
 Las proteínas totales extracelulares de los sobrenadantes de los cultivos 
inducidos durante 48 h de las cepas de Pichia pastoris recombinantes presentaron 
niveles de 71 ± 5 µg/mL (n=3) para la cepa GS115-PhyC y 41 ± 0.81 µg/mL (n=3), para 
la cepa GS115-FTE. 
 Existen varios reportes donde se menciona que Pichia pastoris es ampliamente 
empleada para la producción de proteínas recombinantes, secretando pocas proteínas 
nativas (Esposito et al., 2005). En virtud de que las cepas de Pichia pastoris secretan 
pocas proteínas endógenas podríamos asumir que la concentración de proteínas totales 
en el medio de cultivo tiene relación con la concentración de la proteínas heterólogas. 
Tomando esto en consideración la cepa GS115-PhyC presentó una mayor producción y 
secreción de la proteína recombinante. 
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6.1.2.3. Determinación de la actividad enzimática de fitasa 
 La actividad de fitasa en los sobrenadantes de los cultivos de Pichia pastoris 
inducidos 48 h mostraron niveles de 0.39 ± 0.04 U/mL (n=3) con una actividad 
específica de 5.55 ± 0.65 U/mg proteína (n=3) para la cepa GS115-PhyC y niveles 0.092 
± 0.008 U/mL (n=3) con una actividad específica de 2.26 ± 0.21 U/mg proteínas (n=3) 
para la cepa GS115-FTE. 
 El medio BMM que es empleado normalmente para la expresión de un gen 
heterólogo en Pichia pastoris presenta una concentración de 100 mM de fosfatos. Como 
ya se mencionó dicha concentración es inhibitoria para la actividad enzimática de la 
fitasa según lo reportado por Kim en 1998 (Kim et al., 1998a), por lo cual se buscó 
disminuir la concentración de fosfato en la mezcla de reacción para la actividad 
enzimática diluyendo las muestras 1:5. 
 Los niveles de actividad enzimática presentes en los sobrenadante crudos de los 
cultivos de Pichia pastoris fueron suficientes para realizar las preparaciones 
semipurificadas de PhyC-R y FTE empleadas en la caracterización bioquímica. 
 
6.2. Obtención de preparaciones semipurificadas de la Fitasa C de Bacillus subtilis 
 La preparación semipurificada de la Fitasa C nativa (PhyC-N) se realizó a partir 
de una precipitación selectiva con un solvente orgánico (etanol desnaturalizado frío), 
obteniendo 5 g de polvo seco con apariencia fina y de color crema claro. 
 Durante la evaluación de la preparación semipuridicada de PhyC-N, se 
prepararon suspensiones de PhyC-N a una concentración de 40 mg/mL, mostrando 
valores de 46 ± 2 FTU (n=3) con una actividad específica de 1.36 ± 0.07 U/mg proteína 
(n=3). 
 Los resultados de la purificación de la Fitasa C se presentan en la tabla XVIII. La 
actividad específica presente en el sobrenadante directo libre de células fue de 1.2 U/mg 
de proteínas mientras que en el sobrenadante semipurificado fue de 1.36 U/mg de 
proteínas. Con la purificación por precipitación con etanol solo se logró un incrementó 
de un 13% en su actividad específica. Otros estudios (Kerovuo 1998) reportaron una 
mayor actividad específica empleando el mismo proceso (de 8 U/mg proteínas del 
sobrenadante directo a 15 U/mg de proteínas del sobrenadante semipurificado).  
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Sobrenadante 3000 mL 280 µg/mL 840 0.42 U/mL 1230 1.20  
Preparación 
semipurificado 
5 g 35 mg/g 185 46 U/g 246 1.36  
Recuperación   22%  20%  
 
 El porcentaje de recuperación de proteínas totales fue del 22% mientras que el 
porcentaje de recuperación de unidades (U) totales fue del 20%. 
6.3. Obtención de las preparaciones semipurificadas de la Fitasa C recombinante y 
de la Fitasas C modificada recombinante producidas en Picha pastoris  
 Las preparaciones semipurificadas de la PhyC-R y de la FTE se realizaron a 
partir de una ultrafiltración y concentración de un volumen de 120 mL. 
 Las preparaciones semipurificadas de PhyC-R y FTE, presentaron niveles de 
2.78 ± 0.43 U/mL, con una actividad específica de 6.68 ± 1.43 U/mg proteína (n=3) para 
PhyC-R y niveles de 0.633 ± 0.001 U/mL (n=3), con una actividad específica de 3.30 ± 
0.01 U/mg proteína (n=3) para la FTE. 
 Los resultados de la purificación de la PhyC-R y de la FTE se muestran en las 
tablas XIX y XX, respectivamente. La actividad específica de la PhyC-R del 
sobrenadante directo fue de 5.55 U/mg proteínas (n=3) mientras que en el sobrenadante 
semipurificado fue de 6.68 U/mg proteína (n=3), con el proceso de ultrafiltración se 
logró incrementar una unidad en la actividad específica para la PhyC-R, además con este 
proceso se logró la eliminación total del fosfato presente en el cultivo.  






















Sobrenadante  108 71 7670 0.39 42.1 5.55 
Sobrenadantes 
semipurificados 
6 417 2500 2.78 16.7 6.68 
Recuperación   33%  40%  
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Sobrenadante  114 41 4694.5 0.092 10.5 2.26 
Preparación 
semipurificada 
6 192 1152.8 0.62 3.8 3.30 
Recuperación   25%  36%  
 
 Para el caso de la FTE el resultado del proceso de purificación fue similar a la 
PhyC-R, en donde la actividad específica del sobrenadante directo fue de 2.26 U/mg 
proteínas mientras que en el sobrenadante semipurificado fue de 3.30 U/mg proteína. El 
porcentaje de recuperación de proteínas y unidades totales fue de 25 y 36% 
respctivamente. 
 Con los estu 
dios de purificación se puede concluir que con el proceso de ultrafiltración y 
concentración se logró aumentar la actividad específica en una unidad para ambas 
enzimas, sin embargo la PhyC-R presentó niveles más altos tanto de actividad como de 
actividad específica en comparación con la FTE. 
 
6.4. Obtención de preparaciones de dos Fitasas comerciales: Natuphos y Allzyme 
SSF 
 Las preparaciones de las fitasas comerciales Natuphos y Allzyme SSF, se 
realizaron a partir de los granulados de las preparaciones comercializadas por las 
compañías BASF/DSM (Natuphos) y Alltech (Allzyme SSF).  
 Las preparaciones de Natuphos y Allzyme SSF, mostraron niveles de 3300 ± 187 
FTU, con una actividad específica de 37 ± 5 U/mg proteína (n=3), para la fitasa 
comercial Natuphos y niveles de 978 ± 49 FTU, con una actividad específica de 13 ± 3 








6.5. Caracterización bioquímica de las fitasas 
 
6.5.1. Análisis del peso molecular por SDS-PAGE 
 El análisis del peso molecular de las proteínas en estudio se realizó por SDS-
PAGE en geles de poliacrilamida al 12%. Los resultados de este análisis se muestran en 
la figura 20. En el carril 1 y 7 se aplicó la preparación del marcador de peso molecular 
mientras que en el carril 2, se aplicó la muestra PhyC-N, en el carril 3 y 4 se aplicaron 
las muestras PhyC-R y FTE, respectivamente, finalmente se aplicaron las fitasas 
comerciales Natuphos y Allzyme SSF, en los carriles 5 y 6 respectivamente. 










Figura 20. Electroforesis en gel de poliacrilamida al 12% (SDS-PAGE) del análisis de las 
preparaciones semipurificadas de las cinco fitasas (PhyC-N, PhyC-R, FTE, Natuphos y 
Allzyme SSF). Carril 1: Marcador, Carril 2: PhyC-N, Carril 3: PhyC-R, Carril 4: FTE, Carril 5: 
Natuphos, Carril 6: Allzyme SSF y finalmente el Carril 7: Marcador. 
 
 En el carril 2 se observaron dos bandas de ≈ 41 y 44 kDa, no se determinó con 
exactitud cual de ellas corresponda a la Fitasa C nativa. Kerovuo en 1998 (Kerovuo et 
al., 1998) reportó para esta misma fitasa una banda de aproximadamente 43 kDa. En el 
carril 3 se observó una banda de ≈ 51 kDa adjudicada a la PhyC-R. La diferencia en el 
tamaño molecular de la PhyC-R con respecto al tamaño de la PhyC-N probablemente 
sea debido a la glicosilación de la PhyC-R producida por el sistema de Pichia pastoris. 
En el carril 4 se observó una banda de ≈ 54 kDa adjudicada a la FTE y finalmente en los 
carriles 5 y 6 se observaron las bandas de las dos fitasas comerciales (Natuphos y 




6.5.2. Evaluación y comparación de la actividad enzimática a diferentes valores de 
pH  
 El efecto del pH en la actividad enzimática se realizó a partir de las 
preparaciones semipurificadas de las fitasas PhyC-N, PhyC-R y FTE y de las 
preparaciones de las fitasas comerciales (Natuphos y Allzyme SSF), a cuatro valores de 
pH: 2.5, 5.5, 7.5 y 9. Estos ensayos se realizaron por triplicado, para cada preparación 
enzimática se usó la misma cantidad de enzima (0.02 U/mL).  
 En la figura 21 se presenta el efecto de los diferentes valores de pH en la 
actividad de fitasa a 37ºC y 1 mM de CaCl2, la actividad enzimática se expresó en 
porcentaje respecto al valor de actividad más alto de cada fitasa. Un punto representa la 
media de al menos tres determinaciones, presentando un coeficiente de variación menor 




















PhyC-N PhyC-R FTE Natuphos Allzyme SSF
 
Figura 21. Efecto de pH en la actividad de fitasa a 37ºC y 1 mM de CaCl2, actividad en 
porcentaje respecto al valor más alto de cada fitasa. Un punto representa la media de al 
menos tres determinaciones (C.V. < 5%). 
 
 Las fitasas de origen fúngico (Natuphos y Allzyme SSF) presentaron el valor 
más alto de actividad a pH 5.5 mientras que las fitasas de origen bacteriano presentan el 
valor más alto de actividad a pH básico. Para el caso de la PhyC-N y FTE el valor de pH 
óptimo fue de 7.5, y para el caso de PhyC-R se realizó una comparación para los valores 
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más altos de actividad a lo valores de pH 7.5 y 9 mediante una prueba de t-Student, 
encontrando que la actividad enzimática presenta un aumento significativo (p< 0.05) a 
pH 9. Con lo anterior se puede concluir que la PhyC-R presentó el valor más alto de 
actividad fítica a pH 9. 
 Las fitasas comerciales fueron activas solo a pH ácidos, mientras que las fitasas 
PhyC-N, PhyC-R y FTE presentaron actividad a pH ácidos y básicos. Esta cualidad las 
pone en ventaja sobre las fitasas comerciales ya que las fitasas de origen bacteriano 
mostraron un rango de pH más amplio en el cual presentan actividad. 
 Las fitasas bacterianas (PhyC-N, PhyC-R y FTE) por ser activas a pH básicos 
son candidatas para ser empleadas como aditivos en la alimentación del camarón debido 
a las características fisiológicas del tracto digestivo de esta especie e incluso para el 
procesamiento de ingredientes-vegetales. 
 
6.5.3. Evaluación y comparación de la actividad enzimática a diferentes 
temperaturas 
 El efecto de la temperatura en la actividad enzimática se realizó a partir de las 
preparaciones semipurificadas de las fitasas PhyC-N, PhyC-R y FTE y de las 
preparaciones de las fitasas comerciales (Natuphos y Allzyme SSF), a seis valores de 
temperaturas: 25, 37, 45, 55, 70 y 80ºC.  
 Estos ensayos se realizaron por triplicado, para cada preparación enzimática se 
usó la misma cantidad de enzima (0.02 U/mL).  
 En el gráfico de la figura 22 se presentan los resultaos del efecto del la 
temperatura en la actividad de fitasa a 1 mM de CaCl2. Las fitasas del género Bacillus 
fueron evaluadas a pH 7.5 y las fitasas del género Aspergillus a pH 5.5. La actividad 
enzimática se expresa en porcentaje respecto al valor de actividad más alto de cada 
fitasa. Un punto representa la media de al menos tres determinaciones, presentando un 





















PhyC-N PhyC-R FTE Natuphos Allzyme SSP
 
Figura 22. Efecto del la temperatura en la actividad de fitasa a 1 mM de CaCl2. Las fitasas 
bacterianas fueron evaluadas a pH 7.5 y las fitasas fúngicas a pH 5.5. Actividad en porcentaje 
respecto al valor  más alto de cada fitasa. Un punto representa la media de al menos tres 
determinaciones (C.V. < 5%). 
 
 En los resultados del efecto de la temperatura se puede mencionar que las fitasas 
en estudio se dividen en dos grupos: las que presentaron mayor actividad a 45ºC, entre 
las cuales están la FTE y las dos fitasas comerciales, y las que presentaron mayor 
actividad a 55ºC, entre las cuales están PhyC-N y PhyC-R. 
 La fitasa PhyC-R presentó mayor actividad a temperaturas bajas que la PhyC-N, 
esta diferencia se presenta probablemente debido a las gilicosilaciones producidas por 
Pichia pastoris en PhyC-R 
 Para determinar la temperatura optima de la FTE, se realizó una prueba de 
ANOVA comparando la actividad a las diferentes temperaturas, encontrando que la 
actividad a las temperaturas 25 y 37ºC no presentaron diferencias significativa (p< 0.05), 
mientras que al aumentar la temperatura a 45ºC se encontró un aumento significativo 
(p< 0.05) en su actividad. A diferencia de las otras cuatro fitasas, la FTE presentó mayor 
actividad relativa en un intervalo de temperatura de 25 a 45ºC (80 a 100%), esta cualidad 
la favorece en el proceso industrial a temperatura ambiente. 
 Las actividades de las fitasas comerciales (Natuphos y Allzyme SSF) y la FTE se 
ven afectadas al aumentar la temperatura a 55ºC, desactivándose casi por completo, 
mientras que la PhyC-N y PhyC-R su actividad disminuye a valores entre 40 y un 20% 
de su actividad relativa a 70ºC. 
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 Las fitasas del género bacillus presentan actividad tanto en temperaturas bajas 
como altas, condición que pone en desventaja a las fitasas comerciales.  
 
 
6.5.4. Evaluación y comparación de la estabilidad a 37°C 
 El efecto de la estabilidad se realizó a partir de las preparaciones semipurificadas 
de las fitasas PhyC-N, PhyC-R y FTE y de las preparaciones de las fitasas comerciales 
(Natuphos y Allzyme SSF) a 37ºC y 1 mM CaCl2. Estos ensayos se realizaron por 
triplicado, para cada preparación enzimática se usó la misma cantidad de enzima (0.8 
U/mL) en cada caso.  
 En el gráfico de la figura 23 se presentan los resultados de estabilidad de las 
cinco fitasa a 37ºC y 1 mM CaCl2. Las fitasas del género Bacillus fueron evaluadas a pH 
7.5 y las fitasas de Aspergillus a pH 5.5. La actividad enzimática se expresó en 
porcentaje respecto al valor de actividad inicial de cada fitasa. Un punto representa la 
media de al menos tres determinaciones, presentando un coeficiente de variación menor 
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Figura 23. Estabilidad de las cinco fitasa a 37ºC y 1 mM CaCl2. Las fitasas bacterianas 
fueron evaluadas a pH 7.5 y las fitasas fúngicas a pH 5.5. Actividad en porcentaje respecto al 
valor  inicial de cada fitasa. Un punto representa la media de al menos tres determinaciones 
(C.V. < 5%). 
 
 La PhyC-N, PhyC-R y las dos fitasas comerciales presentaron un 100% de su 
actividad fítica después de incubar a 37ºC y 1 mM CaCl2 durante 120 min, mientras que 
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bajo las mismas condiciones la FTE perdió su actividad gradualmente después de 
incubar 10 y 30 min, perdiéndola totalmente después de incubar 120 min. Durante este 
trabajo se concluyó que la PhyC-N, PhyC-R y las fitasas comerciales son estables a 37ºC 
y 1 mM de CaCl2 durante 120 min, mientras la FTE bajo las mismas condiciones no es 
estable. El uso de iones calcio favorece la actividad enzimática de las fitasas bacterianas 
(Powar and Jagannathan 1982). En investigaciones previas se reportó que las fitasas del 
género Bacillus son estables en presencia de concentraciones elevadas de calcio después 
de un tratamiento térmico (Kerovuo et al., 2000b). A concentraciones más altas de 
calcio en la reacción es probable que mejore la estabilidad de FTE a esta temperatura 
durante 120 min. 
 
 
6.5.5. Evaluación y comparación de termoestabilidad a 37, 60 y 80ºC 
 Para evaluar la termoestabilidad de las cinco fitasas, las preparaciones 
enzimáticas (ver apartado 5.6, 5.7 y 5.8) se sometieron a un tratamiento térmico a tres 
diferentes temperaturas, fijando el valor de pH a 5.5 ó 7.5 y la concentración de calcio a 
1 mM ó 5 mM. Después del tratamiento térmico de 10 min, se determinó la actividad 
enzimática a los mismos valores de pH y a 1 mM CaCl2. 
 Los resultados obtenidos de la evaluación de la termoestabilidad se presentan en 
las gráficas de la figuras 24 para 37ºC, 25 para 60ºC y 26 para 80ºC. En cada una de las 
gráficas, la actividad enzimática se expresó en actividad residual, ésta se determinó en 
porcentaje respecto al valor de actividad enzimática inicial tal como se describe en la 
sección 5.4.2.  
 En cada una de las representaciones gráficas se compara la actividad residual de 
las cinco fitasas a igualdad de condiciones (concentración de calcio y pH) representada 
en los cuatro diferentes bloques de cada gráfica. 
 En una segunda comparación se evaluó el efecto de la concentración de calcio a 
igualdad de pH y temperatura para cada una de las fitasas y en una tercera comparación 
se evaluó el efecto del pH en la actividad residual para cada fitasa a igualdad de 

















































































Figura 24. Comparación de la actividad residual a 37°C y 10 min de las cinco fitasas a 
diferentes condiciones experimentales. Actividad residual determinada en porcentaje respecto 
al valor de actividad inicial. Literales azules diferentes indican diferencias significativas entre la 
actividad residual de las fitasas a igualdad de condiciones experimentales (p< 0.05). Literales 
rojas diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de una determinada 
fitasa a un valor de pH determinado en presencia de dos concentraciones de Ca
2+
 diferentes 
(p<0.05). Literales negras diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual 
de una determinada fitasa a un valor determinado de concentración de Ca
2+
 y a dos valores 
diferentes de pH (p< 0.05). 
 
 En el gráfico de la figura 24 se presentan los resultados de la termoestabilidad a 
37ºC, en la comparación efectuada para el ensayo con 1 mM de CaCl2 y pH 5.5, las 
actividades residuales para todas las fitasas osilaron en valores de 78 a 109%, siendo 
iguales entre si las fitasas bacterianas (p>0.05, literales azules (a)), y diferentes a las dos 
enzimas comerciales (p<0.05,), las cuales fueron iguales entre si (p>0.05 literales azules 
(b)), exepto para la PhyC-N y Allzyme SSF quienes mostraron actividades residuales 
estadísticamente iguales entre si (p>0.05, literales azules (c)), ademas de presentar 
igualdad con sus respectivos grupos (p>0.05). A 5 mM de CaCl2 y pH 5.5, la PhyC-R 
presentó la actividad residual mas alta (120%), segida por la PhyC-N (103%) y por la 
FTE con una actividad residual de 100% (p>0.05, literales azules (a,b,c)). La actividad 
fítica de las fitasas del género Aspergillus no se determinó a estas condiciones. 
 A 1 mM de CaCl2 y pH 7.5, los valores de actividad residual de la PhyC-N, 
PhyC-R y la FTE no presentaron diferencias significativas (p>0.05, literales azules (a)) 
entre éstas y retuvieron más del 79% de actividad. Finalmente para el ensayo a 5 mM de 
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CaCl2 y pH 7.5 todas las fitasas del género Bacillus no presentaron diferencias 
significativas (p>0.05, literales azules (a)) entre sus actividades residuales y retuvieron 
más de un 87% de su actividad. La actividad residual de las fitasas del género 
Aspergillus no se determinaron a pH 7.5.  
 Al evaluar el efecto de la concentración de CaCl2 en la termoestabilidad a 37ºC 
como se muestra en la gráfica de la figura 24, a pH 5.5 la concentración de CaCl2 no 
afectó la actividad residual para ninguna de las fitasas bacterianas obtenido valores de 96 
a 120% (p>0.05, literales rojas (a)). 
A pH 7.5 la concentración de calcio solamente afecto a la FTE con valores que 
variaron de 88 a 101% en su actividad residual (p>0.05, literales rojas (a, b)). 
 Al evaluar el efecto del pH en la termoestabilidad a 37ºC (figura 24) a 1 mM de 
CaCl2 la actividad residual para la PhyC-N fue de 96% a un valor de pH 5.5 y 88% a un 
valor de pH 7.5 (literales negras (a)). Para el caso de PhyC-R y FTE se obtuvo mayor 
actividad residual a pH 5.5 que a pH 7.5 con valores de 109 y 79% para la PhyC-R y de 
104 a 88% para la FTE (p<0.05 literales negras (a, b)). A 5 mM de CaCl2 la mayor 
actividad residual fue obtenida a pH 5.5 para la PhyC-N y PhyC-R obteniendo valores 
de 103 y 120% respectivamente (literales negras (a, b)), mientras que la FTE conserva el 
100% de actividad residual en ambos valores de pH (literales negras (a), estos resultados 
se muestran en la gráfica de la figura 24. 
 En general las cinco fitasas fueron estables a 37ºC con valores de actividad 
residual próximos al 100% (78 a 120%), siendo más estables las fitasas del género 
Bacillus. La mejor estabilidad a 37ºC la presentó la PhyC-R a pH 5.5 a 1 y 5 mM de 
CaCl2 
 En el gráfico de la figura 25 se presentan los resultados de la termoestabilidad a 
60ºC. En la comparación efectuada para el ensayo con 1 mM de CaCl2 y pH 5.5, las 
cinco fitasas se dividieron en dos grupos, el formado por la PhyC-N, FTE y Natuphos 
que presentaron actividades residuales iguales entre sí y (56 a 67%, literales azules (a)) 
que el grupo formado por la PhyC-R y Allzyme SSF con una actividad residual de 5 y 
18% (p<0.05 literales azules (b)). A 5 mM de CaCl2 y pH 5.5, todas las fitasas del 
género Bacillus no presentaron diferencias significativas (p>0.05 literales azules (a)) en 
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sus valores de actividad residual y reteniendo más del 90% de actividad. La actividad 












































































Figura 25. Comparación de la actividad residual a 60°C y 10 min de las cinco fitasas a 
diferentes condiciones experimentales. Actividad residual determinada en porcentaje respecto 
al valor de actividad inicial. Literales azules diferentes indican diferencias significativas entre la 
actividad residual de las fitasas a igualdad de condiciones experimentales (p< 0.05). Literales 
rojas diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de una determinada 
fitasa a un valor de pH determinado en presencia de dos concentraciones de Ca
2+
 diferentes (p< 
0.05). Literales negras diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de 
una determinada fitasa a un valor determinado de concentración de Ca
2+ 
y a dos valores 
diferentes de pH (p< 0.05). 
 
 A 1 mM de CaCl2 y pH 7.5 (figura 25), la PhyC-N presentó la actividad residual 
más alta (86%) seguida por la PhyC-R (65%) y por la FTE (2%) (p<0.05, literales azules 
(a, b, c)). Finalmente para el ensayo a 5 mM de CaCl2 y pH 7.5, las fitasas PhyC-N y 
PhyC-R presentaron la actividad residual más alta, obteniendo valores de 102 y 104%, 
respectivamente (literales azules (a), mientras que la FTE presentó una actividad 
residual menor con un valor de 42% (p<0.05, literal azul (b)). La actividad fítica de las 
fitasas del género Aspergillus no se determinó a pH 7.5.  
 Respecto al efecto de la concentración de CaCl2 en la termoestabilidad a 60ºC a 
pH 5.5 (figura 25) todas las fitasas del género Bacillus presentaron una actividad 
residual más alta a 5 mM de CaCl2, obteniendo valores de 90% para PhyC-N, de 95% 
para PhyC-R y de 106% para la FTE, mientras que a 1 mM de CaCl2 estos valores 
fueron de 56, 5 y 67% respectivamente (p<0.05, literales rojas (a, b)). A pH 7.5, la 
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actividad residual para la PhyC-N no se vio afectada de forma significativa obteniendo 
valores de 86-104% para las concentraciones 1 y 5 mM de CaCl2 respectivamente 
(literales rojas (a)), mientras que para la PhyC-R y FTE presentaron una actividad 
residual más alta a 5 mM CaCl2 obteniendo valores de 102% para PhyC-R y de 42% 
para la FTE, mientras que a 1 mM de CaCl2 estos valores fueron de 65 y 2%, 
respectivamente (p<0.05, lirerales rojas (a, b)). 
En la evaluación del efecto del pH en la termoestabilidad a 60ºC (figura 25) a 1 
mM de CaCl2, la PhyC-N y PhyC-R presentaron mayor actividad residual a pH 7.5 
(literales negras (a, b))obteniendo valores de 86% (PhyC-N) y de 65% (PhyC-R). A pH 
5.5 estos valores fueron 56 y 5%, respectivamente. Para el caso de la FTE la mayor 
actividad residual se obtuvo a pH 5.5 que a 7.5 (67 y 2% con una p<0.05, literales negras 
(a, b)). Las fitasas PhyC-N, PhyC-R y FTE resisten más el choque térmico de 60ºC en 
presencia de 5 mM de CaCl2 a los dos valores de pH evaluados (5.5 y 7.5). 
A 5 mM de CaCl2, el valor de pH no afectó la actividad residual para la PhyC-N 
y PhyC-R (literales negras (a)), con valores de 90 a 104% (PhyC-N) y de 95 a 102% 
(phyC-R). Para el caso de la FTE la actividad residual fue más alta a pH 5.5 que a 7.5 
(106 y 42% con una p<0.05, literales negras (a, b)) estos resultados se muestran en la 
gráfica de la figura 25. 
 En el gráfico de la figura 26 se presentan los resultados de la termoestabilidad a 
80ºC en la comparación efectuada para el caso del ensayo con 1 mM de CaCl2 y pH 5.5, 
la FTE presentó la actividad residual más alta (83%), seguida por la Allzyme SSF 
(63%), Natuphos (48%), PhyC-N (7%) y por la PhyC-R la cual perdió totalmente su 
actividad fítica (p<0.05, literales azules (a, b, c, d,)). A 5 mM de CaCl2 y pH 5.5, la 
PhyC-R y la FTE presentaron actividades residuales sin diferencias significativas 85 y 
79% respectivamente (literales azules (b) y mayores que la PhyC-N con un valor de 
actividad residual del 11% (p<0.05, literal azul (a)). La actividad fítica de las fitasas del 















































































Figura 26. Comparación de la actividad residual a 80°C y 10 min de las cinco fitasas a 
diferentes condiciones experimentales. Actividad residual determinada en porcentaje respecto 
al valor de actividad inicial. Literales azules diferentes indican diferencias significativas entre la 
actividad residual de las fitasas a igualdad de condiciones experimentales (p< 0.05). Literales 
rojas diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de una determinada 
fitasa a un valor de pH determinado en presencia de dos concentraciones de Ca
2+
 diferentes (p< 
0.05). Literales negras diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de 
una determinada fitasa a un valor determinado de concentración de Ca
2+ 
y a dos valores 
diferentes de pH (p< 0.05). 
 
 Para el ensayo con 1 mM de CaCl2 y pH 7.5 (figura 26) se encontró que la PhyC-
R presentó la actividad residual más alta (36%, literal azul (b)) seguido de la PhyC-N 
(2%) y la FTE la cual perdió totalmente la actividad residual (p<0.05, literales azules 
(a)). Para el ensayo a 5 mM de CaCl2 y pH 7.5 la PhyC-N presentó la actividad residual 
más alta (68%), seguido por la PhyC-R (36%) y la FTE con un valor de actividad del 
30% (p<0.05, literal azul (a, b, c)). 
En la evaluación del efecto de la concentración de CaCl2 en la termoestabilidad a 
80ºC (figura 26), a pH 5.5 la concentración de calcio no afectó la actividad residual para 
la PhyC-N y la FTE obteniendo valores de 7-11% para la PhyC-R (literales rojas (a)) y 
83-79% para la FTE (literales rojas (a)) a las concentraciones 1 y 5 mM de CaCl2, 
mientras la PhyC-R conservó su actividad en un 85% a 5 mM de CaCl2 y la perdió por 
completo a 1 mM de CaCl2 (p<0.05, literales rojas (a, b)). A pH 7.5, la concentración de 
calcio no afectó la actividad residual para la PhyC-R obteniendo valores de 36% para las 
concentraciones 1 y 5 mM de CaCl2 (literales rojas (a)), mientras PhyC-N y FTE 
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presentan una actividad residual más alta a 5 mM de CaCl2 que a 1 mM de CaCl2 
obteniendo valores de 2 y 68% para la PhyC-N y 0 y 30% para la FTE (p<0.05, literales 
rojas (a, b)). 
En la evaluación del efecto del pH en la termoestabilidad a 80ºC (figura 26) a 1 
mM de CaCl2 el valor de pH no afectó la actividad residual para la PhyC-N obteniendo 
valores de 7 y 12% para pH 5.5 y 7.5, respectivamente (literales negras (a), para el caso 
de la PhyC-R se obtuvo la más alta actividad residual a pH 7.5 (0 y 36% con una p<0.05, 
literales negras (a, b)). Para el caso de la FTE perdió por completo la actividad a pH 7.5 
y conservó un 83% de su actividad a pH 5.5 (p<0.05, literales negras (a, b)). 
A 5 mM de CaCl2, la mayor actividad residual fue a pH 7.5 para la PhyC-N 
obteniendo valores del 68% mientras que a pH 5.5 este valor fue de 11% (literales 
negras (a, b). Para el caso de la PhyC-R y la FTE presentaron mayor actividad residual a 
pH 5.5 obteniendo valores de 85% para la PhyC-R y 79% para la FTE, mientras que a 
pH 7.5 estos valores fueron de 36 y 30% respectivamente (p<0.05, literales negras a, b)). 
 Por lo tanto a 80ºC la PhyC-R como la FTE mostraron la mayor termoestabilidad 
a 5 mM de CaCl2 y pH 5.5, es notable que esta estabilidad se pierde en un 49% cuando 
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Figura 27. Comportamiento de la PhyC-N en la termoestabilidad a 37, 60 y 80ºC durante 10 
min, en presencia de 1 y 5 mM de CaCl2 a pH 5.5 y 7.5. 
 
 En el gráfico 27 se muestra el comportamiento de la PhyC-N en los ensayos de 
termoestabilidad a las tres temperaturas evaluadas, en donde se puede apreciar que a 
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60ºC resistió más el choque térmico a pH 7.5 y en presencia de 1 y 5 mM de CaCl2, 
obteniendo valores de 86 y 104% de actividad residual respectivamente, mientras que a 
pH 5.5 necesitó la presencia de iones calcio para resistir el choque térmico a 60ºC, 
obteniendo un 90% de actividad residual a 5 mM CaCl2. Al aumentar la temperatura a 
80ºC la PhyC-N se vio favorecida con la presencia de iones calcio a pH 7.5, al presentar 
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Figura 28. Comportamiento de la PhyC-R en la termoestabilidad a 37, 60 y 80ºC durante 10 min 
en presencia de 1 y 5 mM de CaCl2 a pH 5.5 y 7.5.  
 
 En el gráfico 28 se muestra el comportamiento de la PhyC-R en los ensayos de 
termoestabilidad, en donde se observó que a 60ºC resistió más el choque térmico en 
presencia de 5 mM de CaCl2 y pH 7.5 reteniendo un 102% de actividad, mientras que al 
aumentar la temperatura a 80ºC bajo estas mismas condiciones su actividad residual 
disminuyó a 36%. Sin embargo a pH 5.5 y en presencia de 5 mM de CaCl2, la actividad 
residual se mantuvo con valores altos para ambas temperaturas, obteniendo valores de 
95% (60ºC) y 85% (80ºC). 
 En el gráfico 29 se muestra el comportamiento de la FTE en los ensayos de 
termoestabilidad, en donde se puede apreciar que a 60ºC resistió más el choque térmico 
a pH 5.5 y en presencia de 5 mM de CaCl2 reteniendo un 106% de actividad, mientras a 
que al disminuir la concentración de calcio su actividad residual se vió afectada con un 
67%. Sin embargo al aumentar la temperatura a 80ºC la FTE resistió más el tratamiento 
térmico a pH 5.5, sin importar la concentración de calcio, obteniendo los valores más 
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altos de actividad residual de 84 y 79% para las concentraciones 1 y 5 mM de CaCl2, 
respectivamente, en donde sorprendentemente la actividad residual obtenida a 60ºC 
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Figura 29. Comportamiento de la FTE en la termoestabilidad a 37, 60 y 80ºC durante 10 min, en 
presencia de 1 y 5 mM de CaCl2 a pH 5.5 y 7.5.  
 
En el gráfico 30 se muestra el comportamiento de la Natuphos y Allzyme SSF en 
los ensayos de termoestabilidad a 1 mM de CaCl2 a pH 5.5, en donde se puede apreciar 
claramente que la Natuphos disminuye su actividad conforme la temperatura fue 
aumentando en el ensayo, obteniendo una actividad residual de 60% a 60ºC y de 48% a 
80ºC, para el caso de la Allzyme SSF se puede observar que a 60ºC que su actividad 
residual bajó a un 18%, mientras que al someterse a 80ºC sorprendentemente su 
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Figura 30. Comportamiento de las fitasas comerciales (Natuphos y Allzyme SSF) en la 
termoestabilidad a 37, 60 y 80ºC durante 10 min, en presencia de 1 mM de CaCl2 y pH 5.5. 
 
6.5.6. Evaluación y comparación de la estabilidad a la proteólisis por las enzimas 
digestivas de camarón (Litopenaeus vannamei) 
 La evaluación de la estabilidad a las enzimas digestivas de camarón se realizó a 
partir de preparaciones semipurificadas de las fitasas del género Bacillus, (PhyC-N 
(0.79 U/mL), PhyC-R (0.15 U/mL) y FTE (0.14 U/mL)) y del género Aspergillus 
(Natuphos (1.18 U/mL) y Allzyme SSF (0.95)), utilizando tres preparaciones de 
hepatopáncreas con diferente actividad de tripsina: 1X (con 0.18 U/mL BAPNA y 64 µg 
proteína/mL), 10 X (con 1.8 U/mL BAPNA y 640 µg proteína/mL) y 40X (con 6.7 
U/mL BAPNA).  
 En las gráficas de las figuras 31 a 37 se presentan los resultados obtenidos de la 
susceptibilidad a enzimas digestivas de camarón. 
 En las gráficas 31 a 35 la actividad enzimática se expresa en porcentaje de 
actividad (%). Este valor fue obtenido de acuerdo a la fórmula descrita en la sección 
5.9.6. que corresponde al valor de la actividad residual aparente de la muestra (ARAm).  
 En estas representaciones gráficas se presenta el comportamiento de una 
determinada fitasa a la susceptibilidad de tres concentraciones de enzimas digestivas de 
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Fig
ura 31. Comportamiento de susceptibilidad a enzimas digestivas de camarón de la PhyC-N, en 
presencia de 1 mM de CaCl2 y pH 7.5. 
 
 En el gráfico 31 se muestra el comportamiento de la PhyC-N bajo el tratamiento 
con tres concentraciones de enzimas digestivas de camarón y el control (Tris) durante 
120 min, en donde se puede apreciar que todos los valores de actividad obtenidos fueron 
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Figura 32. Comportamiento de susceptibilidad a enzimas digestivas de camarón de la PhyC-R, 
en presencia de 1 mM de CaCl2 y pH 7.5. 
 
 En el gráfico 32 se muestra el comportamiento de la PhyC-R bajo el tratamiento 
con tres concentraciones de enzimas digestivas de camarón y el control (Tris) durante 
120 min, en donde se puede apreciar que el control mantuvo su actividad de un 90-105% 
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de actividad durante los tiempos evaluados, a 1X se mantuvo la actividad en valores 
cercanos al 100% (90-97) hasta los 120 min, a 10X presentó una actividad de 60% 
después de incubar 120 min, a 40X presentó una actividad de 86 y 62% después de 
incubar 10 y 30 min respectivamente. La PhyC-R no se evaluó a 120 min de incubación 
con la preparación 40X de hepatopáncreas de camarón. 
 En el gráfico 33 se muestra el comportamiento de la FTE bajo el tratamiento con 
tres concentraciones de enzimas digestivas de camarón y el control (Tris) durante 120 
min, en donde se puede apreciar que tanto el control como el ensayo con hepatopáncreas 
1X presentaron un comportamiento muy similar en cuanto a su actividad durante los 
diferentes tiempos de incubación, disminuyendo la actividad hasta que se perdió por 
completo a los 120 min. A 10X presentó una actividad de 51 y 14% después de incubar 
10 y 30 min respectivamente, mientras que a 120 min perdió por completo su actividad. 
La FTE a 40X perdió por completo su actividad en los diferentes tiempos de incubación. 
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Figura 33. Comportamiento de susceptibilidad a enzimas digestivas de camarón de la FTE, en 
presencia de 1 mM de CaCl2 y pH 7.5. 
 
 En el gráfico 34 se muestra el comportamiento de la Natuphos bajo el tratamiento 
con tres concentraciones de enzimas digestivas de camarón y el control (Tris) durante 
120 min, en donde se puede apreciar que el control conservó su actividad a valores 
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cercanos al 100% (92-100%) de actividad a lo largo del tiempo, a concentraciones de 
hepatopáncreas 1 y 10X presentó un comportamiento muy similar en cuanto a su 
actividad, disminuyendo conforme pasó el tiempo, presentando a los 120 min una 
actividad de 46 y 39% para 1 y 10X respectivamente, mientras que a 40X presentó 
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Figura 34. Comportamiento de susceptibilidad a enzimas digestivas de camarón de la Natuphos, 
en presencia de 1 mM de CaCl2 y pH 7.5. 
 
Al aumentar el tiempo de incubación a 30 min su actividad disminuyó a 91%. La 
Natuphos a 40X de hepatopáncreas no se evaluó a los 120 min de incubación. 
 En el gráfico 35 se muestra el comportamiento de la Allzyme SSF bajo el 
tratamiento con tres concentraciones de enzimas digestivas de camarón y el control 
(Tris) durante 120 min, en donde se puede apreciar que la actividad se conservó en 
valores cercanos al 100% (92-100%) de actividad a lo largo del tiempo, a excepción del 
tiempo de incubación de 10 min, en donde se presentó un aumento sorprendente en su 
actividad de 106 y 108% en los ensayos con 10 y 40X de hepatopáncreas 
respectivamente. A 30 min se presentó un comportamiento similar aumentando su 
actividad de 110 y 117% para 1 y 40X de hepatopáncreas, respectivamente. A 120 min 
de incubación presentan una actividad de 81 y 78% para 1 y 10X de hepatopáncreas, 
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Figura 35. Comportamiento de susceptibilidad a enzimas digestivas de camarón de la Allzyme 
SSF, en presencia de 1 mM de CaCl2 y pH 7.5. 
 
 En las gráficas de la figuras 36 y 37, la actividad enzimática se expresa en 
actividad residual, ésta se determinó en porcentaje respecto al valor de actividad 
enzimática inicial antes del tratamiento tal como se describe en la sección 5.9.6. En estas 
representaciones gráficas se compara la actividad residual de cada fitasa a tres 
concentraciones de hepatopáncreas y la actividad residual de las cinco fitasas a una 
determinada concentración de hepatopáncreas. Esta comparación solamente se realizó a 
los 30 (figura 36) y 120 min (figura 37) de tratamiento con las enzimas digestivas de 
camarón.  
La PhyC-N (figura 36) presentó una actividad residual de 84, 100 y 94% para las 
preparaciones de hepatopáncreas 1, 10 y 40X respectivamente (literales negras (a, b)), 
mostrando sorprendentemente que al aumentar la concentración de hepatopáncreas de 1 
a 10X su actividad residual se incrementó de un 84 a 100%, este suceso podría ser 























































Figura 36. Susceptibilidad a enzimas digestivas de camarón de las cinco fitasas durante 30 
min. Actividad residual determinada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. 
Literales negras diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de una 
determinada fitasa a tres diferentes concentraciones de hepatopáncreas de camarón (p< 0.05). 
Literales rojas diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de las 
fitasas a la misma concentración de hepatopáncreas (p<0.05). Hp 1X: Hepatopáncreas de 
camarón con una actividad de tripsina de 0.18 U/mL, Hp 10X y 40X Hepatopáncreas de 
camarón 10 y 40 veces más concentrado de 1X. 
 
La PhyC-R presentó el mismo comportamiento observado para la PhyC-N, al 
aumentar la concentración de hepatopáncreas de 1 a 10X su actividad residual se 
incrementó de un 90 a 103% (literales negras (a, b)). Sin embargo en presencia de la 
concentración más alta de hepatopáncreas su actividad residual disminuyó a un 67% 
(literal negra (c)). 
La FTE presentó una actividad residual de 93, 28 y 0% para las preparaciones de 
hepatopáncreas 1X, 10X y 40X respectivamente. La FTE presentó el siguiente 
comportamiento al ir aumentando la concentración de hepatopáncreas su actividad 
residual se vió afectada hasta perderla completamente con la preparación de 
hepatopáncreas 40% (literales negras (a, b, c)). 
La Natuphos presentó una actividad residual de 78, 75 y 100% para las 
preparaciones de hepatopáncreas 1, 10 y 40X respectivamente, al igual que la PhyC-N y 
PhyC-R al aumentar la concentración de hepatopáncreas su actividad residual se 
incrementa de 75 a 100% para 10 y 40X, respectivamente (literales negras (a, b)).  
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La Allzyme SSF presentó una actividad residual de 116, 106 y 116% para las 
preparaciones de hepatopáncreas 1, 10 y 40X respectivamente, la Allzyme SSF en 
presencia de las tres concentraciones de hepatopáncreas presentó valores de actividad 
residual mayores del 100%, sin embargo al aumentar la concentración de 
hepatopáncreas de 1 a 10X su actividad bajó de un 116 a 106% (literales negras (a, b)) y 
sorprendentemente al aumentar la concentración a 40X su actividad residual se recupera 
a 116% (literal negra (a)), este comportamiento es similar al de las fitasas PhyC-N, 
PhyC-R y Natuphos en donde aumentó la actividad residual al aumentar la 
concentración de hepatopáncreas. Como ya se mencionó anteriormente este suceso 
podría ser causado por la activación de la fitasa durante el proceso proteolítico. 
 Para el ensayo de susceptibilidad con la preparación 1X de hepatopáncreas de 
camarón, la Allzyme SSF presentó la actividad residual más alta (116%, literal roja (b)) 
seguida por la PhyC-N, PhyC-R; FTE y Natuphos (84, 90, 93 y 79% respectivamente), 
cuyas actividades residuales fueron estadísticamente iguales (p<0.05 literales rojas (a)). 
 Para el ensayo de susceptibilidad con la preparación 10X de hepatopáncreas 
camarón, la PhyC-N, PhyC-R y Allzyme SSF presentaron la actividad residual más alta 
(100, 103 y 105% respectivamente) cuyos valores no presentaron diferencias 
significativas entre ellos (p>0.05, literales rojas (a)), seguida por la Natuphos (75%, 
literal roja (c)) y por la FTE con un valor de actividad residual de 28%(p<0.05, literal 
roja (b)). 
 Para el ensayo con la preparación 40X de hepatopáncreas de camarón, la 
Allzyme SSF presentó la actividad residual más alta (116%, literales rojas (d)), seguida 
por la Natuphos y PhyC-N (100 y 94% respectivamente, literales rojas (a)), por la PhyC-
R (67%, literales rojas (b)) y por la FTE la cual perdió totalmente su actividad (p<0.05, 


















































Figura 37. Susceptibilidad a enzimas digestivas de camarón de las cinco fitasas durante 120 
min. Actividad residual determinada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. 
Literales negras diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de una 
determinada fitasa a tres diferentes concentraciones de hepatopáncreas de camarón (p< 0.05). 
Literales rojas diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de las 
fitasas a la misma concentración de hepatopáncreas (p<0.05). Hp 1X: Hepatopáncreas de 
camarón con una actividad de tripsina de 0.18 U/mL, Hp 10X Hepatopáncreas de camarón 10 
veces más concentrado que 1X. 
 
En la gráfica de la figura 37 se compara la actividad residual de cada fitasa a tres 
concentraciones de hepatopáncreas y la actividad residual de las cinco fitasas a una 
determinada concentración de hepatopáncreas a los 120 min (figura 37) de tratamiento 
con las enzimas digestivas de camarón. 
 
La PhyC-N presentó una actividad residual de 92 y 82% para las preparaciones 
de hepatopáncreas 1 y 10X respectivamente (literales negras (a)), para el caso de la 
PhyC-R presentó una actividad residual de 92% a 1X de hepatopáncreas camarón (literal 
negra (a)), mientras que al aumentar la concentración de hepatopáncreas de camarón 10 
veces presentó una actividad de 58% (literal negra (b)). La FTE no presentó actividad 
residual en ambas concentraciones de hepatopáncreas de camarón evaluada (literales 
negras (a)). 
 La Natuphos presentó una actividad residual de 50 y 43% para las preparaciones 
de hepatopáncreas 1 y 10X respectivamente (literales negras (a)), para el caso de 
Allzyme SSF presentó una actividad residual de 88 y 85% para las preparaciones de 
hepatopáncreas 1 y 10X respectivamente (literales negras (a)). 
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 Para el ensayo de susceptibilidad con la preparación 1X de hepatopáncreas de 
camarón, PhyC-N, PhyC-R y la Allzyme SSF presentaron la actividad residual más alta 
(92, 92 y 88% respectivamente, literales rojas (a)) seguida por la Natuphos (50%, 
literales rojas (c)), y por la FTE la cual perdió totalmente su actividad (p<0.05, literales 
rojas b)). 
 Para el ensayo de susceptibilidad con la preparación 10X de hepatopáncreas de 
camarón, PhyC-N y la Allzyme SSF presentaron la actividad residual más alta (82 y 
88% respectivamente (literales rojas (a)), seguida por la PhyC-R (58%, literal roja (b)), y 
por la Natuphos (43%, literal roja (d)) y por la FTE la cual perdió totalmente su 
actividad (p<0.05, literal roja (c). 
 
 
6.5.7. Evaluación y comparación de la estabilidad a la proteólisis por la enzima 
tripsina porcina 
 La evaluación de la estabilidad a la enzima tripsina se realizó a partir de 
preparaciones semipurificadas de las fitasas del género Bacillus, (PhyC-N (0.79 U/mL), 
PhyC-R (0.26 U/mL) y FTE (0.12 U/mL)) y del género Aspergillus (Natuphos (1.29 
U/mL) y Allzyme SSF (0.95 U/mL)), utilizando dos preparaciones de diferente 
concentración de tripsina porcina: 1X (con 0.12 U/mL BAPNA y 62 µg proteína/mL) y 
10 X (con 1.2 U/mL BAPNA y 620 µg proteína/mL). 
 En las gráficas de las figuras 38 a 43 se presentan los resultados obtenidos de la 
susceptibilidad a la enzima tripsina porcina. 
 En las gráficas 38 a 42 la actividad enzimática se expresa en porcentaje de 
actividad (%), este valor fue obtenido de acuerdo a la fórmula descrita en la sección 
5.9.7. que corresponde al valor de la actividad residual aparente de la muestra (ARAm). 
 En estas representaciones gráficas se presenta el comportamiento de una 
determinada fitasa a la susceptibilidad de dos concentraciones de enzima tripsina porcina 
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Figura 38. Comportamiento de susceptibilidad a la enzima tripsina de la PhyC-N, en presencia 
de 1 mM de CaCl2 y pH 7.5. 
 
 En el gráfico 38 se muestra el comportamiento de la PhyC-N bajo el tratamiento 
con dos concentraciones de la enzima tripsina porcina y el control (Tris) durante 30 min, 
en donde se puede apreciar que a la concentración de tripsina 1X la PhyC-N presentó 
una actividad de 95 y 88% para 10 y 30 min de incubación, respectivamente, y al 
aumentar la concentración de tripsina a 10X presentó una actividad de 94 y 112% para 
10 y 30 min de incubación, respectivamente. 
 En el gráfico 39 se muestra el comportamiento de la PhyC-R bajo el tratamiento 
con dos concentraciones de la enzima tripsina porcina y el control (Tris) durante 30 min, 
en donde se puede apreciar que tanto el control como a 1X presentaron un 
comportamiento muy similar en cuanto a su actividad durante los 10 y 30 min de 
incubación, presentando valores de actividad 92 al 95% en ambos tiempos de 
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Figura 39. Comportamiento de susceptibilidad a la enzima tripsina de la PhyC-R, en presencia 
de 1 mM de CaCl2 y pH 7.5. 
 
 En el gráfico 40 se muestra el comportamiento de la FTE bajo el tratamiento con 
dos concentraciones de la enzima tripsina porcina y el control (Tris) durante 30 min, en 
donde se puede apreciar que el control presentó una actividad de 88 y 66% después de 
incubar 10 y 30 min respectivamente, para el caso de 1X de tripsina porcina presentó 
una actividad de 95 y 92% para los tiempos de incubación de 10 y 30 min, al aumentar 
la concentración de tripsina 10 veces presentó una actividad de 96% para ambos tiempos 
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Figura 40. Comportamiento de susceptibilidad a la enzima tripsina de la FTE, en presencia de 1 
mM de CaCl2 y pH 7.5. 
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 En el gráfico 41 se muestra el comportamiento de la Natuphos bajo el tratamiento 
con dos concentraciones de la enzima tripsina porcina y el control (Tris) durante 30 min, 
en donde se puede apreciar que todos los valores de actividad obtenidos son cercanos al 
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Figura 41. Comportamiento de susceptibilidad a la enzima tripsina de la Natuphos, en presencia 
de 1 mM de CaCl2 y pH 7.5. 
 
 En el gráfico 42 se muestra el comportamiento de la Allzyme SSF bajo el 
tratamiento con dos concentraciones de la enzima tripsina porcina y el control (Tris) 
durante 30 min, en donde se puede apreciar que el control presentó una actividad de 86 y 
92% para los tiempos de incubación de 10 y 30 min, respectivamente, a 1X presentó una 
actividad de 105 y 100% para 10 y 30 min de incubación, respectivamente, y a 10X 
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Figura 42. Comportamiento de susceptibilidad a la enzima tripsina de la Allzyme SSF, en 
presencia de 1 mM de CaCl2 y pH 7.5. 
 
 En la gráfica de la figura 43, la actividad enzimática se expresa en actividad 
residual, ésta se determinó en porcentaje respecto al valor de actividad enzimática inicial 
antes del tratamiento tal como se describe en la sección 5.9.7.  
 En esta representación gráfica se compara la actividad residual de cada fitasa a 
dos concentraciones de tripsina y la actividad residual de las cinco fitasas a una 
determinada concentración de tripsina. Esta comparación solamente se realizó a los 30 
min de tratamiento con la enzima tripsina porcina. 
La PhyC-N mostró sorprendentemente que al aumentar la concentración de 
tripsina de 1 a 10X su actividad residual incrementó de un 84 a 100% (literales negras 
(a, b)), este comportamiento es similar al reportando en la sección anterior (6.5.6), en 
donde la PhyC-N, PhyC-R y Natuphos aumentaron la actividad residual a más altas 
concentraciones de hepatopáncreas.  
La PhyC-R presentó una actividad residual de 98 y 116% para las preparaciones 
de tripsina 1 y 10X respectivamente (literales negras (a)). Por otro lado la FTE presentó 















































































Figura 43. Susceptibilidad a enzimas de tripsina porcina de las cinco fitasas durante 30 
min. Actividad residual determinada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. 
Literales negras diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de una 
determinada fitasa a dos diferentes concentraciones de tripsina porcina (p< 0.05). Literales rojas 
diferentes indican diferencias significativas entre la actividad residual de las fitasas a la misma 
concentración de  tripsina porcina (p<0.05). Tripsina 1X: tripsina porcina con una actividad de 
tripsina de 0.12 U/mL, Tripsina 10X tripsina porcina 10 veces más concentrado de 1X. 
 
La Natuphos presentó una actividad residual de 99 y 113% para las 
preparaciones de tripsina respectivamente (literales negras (a)). La Allzyme SSF 
presentó una actividad residual de 108 y 97% para las preparaciones de tripsina 
respectivamente (literales negras (a)). 
 Para el ensayo de susceptibilidad con la preparación 1X de tripsina, la FTE 
presentó la actividad residual más alta (134%, literal roja (b)) seguida por la Allzyme 
SSF (108%, literal roja (c)) y por la Natuphos, PhyC-R y PhyC-N (99, 98 y 83%, 
respectivamente, literales rojas (a)). 
 Para el ensayo de susceptibilidad con la preparación 10X de tripsina, la FTE 
presentó la actividad residual más alta (145%, literales rojas (b)) seguida por la PhyC-R, 
Natuphos, PhyC-N y Allzyme SSF (116, 113, 106, y 97%, respectivamente, literales 






6.5.8. Análisis de la evaluación de Km de la fitasa recombinante  
 En la figura 44 se muestra una gráfica con la representación de Michaelis-
Menten, con los valores de las ocho cinéticas enzimáticas realizadas, los cuales no se 
pudieron ajustar matemáticamente a la ecuación de Michaelis-Menten. La Km 
(constante de Michaelis) se calculó tomando en cuenta la concentración de sustrato 
(fitato de sodio) que generó la mitad de la velocidad máxima (Vmáx/2). La Km aparente 
calculada fue de 0.5 mM. 
 
V máx
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Figura 44. Representación de Michaelis Menten para PhyC-R. Esta se representa con la 
velocidad inicial (Vo) v frente a la concentración del sustrato ([S]).  
 
 En la figura 45 se muestra una gráfica, con la representación de Lineweaver-Burk 
en donde se utilizaron los valores de actividad enzimática de las ocho cinéticas 
realizadas. Se tomó como zona lineal los tres primeros puntos y se calculó la Km con el 
punto de corte con el eje de las abscisas de la recta generada por los tres primeros 
puntos, el cual coincide con el inverso opuesto de la Km, obteniendo una Km aparente 
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Figura 45. Representación de Lineweaver-Burk para PhyC-R. Esta se representa con el 
inverso de la velocidad inicial (1/Vo) frente al inverso de la concentración del sustrato (1/[S]). 
 
 En la figura 46 se muestra una gráfica, con la representación de Eadie-Hofstee 
utilizando los mismos datos de las cinéticas de PhyC-R, en donde claramente se observó 
que no sigue la ecuación de Eadie-Hofstee ya que se debería obtener una recta. Por lo 
tanto podemos confirmar que los valores de las cinéticas de la PhyC-R no siguen el 
modelo enzimático de Michaelis Menten. Powar y Jagannathan (1982) reportaron que la 
reacción de la cinética enzimática de la fitasa B. subtilis es compleja al usar como 
sustrato ácido fítico (IP6), debido principalmente que durante la reacción se forman 
























Figura 46. Representación de Eadie-Hofstee para PhyC-R. Esta se representa con la 








 Las fitasas son proteínas que catalizan la hidrólisis de los grupos fosfatos del 
ácido fítico. Las fitasas producidas por el género Bacillus poseen propiedades 
bioquímicas diferentes a las fitasas fúngicas que actualmente se encuentran en el 
mercado, lo cual ofrece la oportunidad que éstas sean empleadas en aplicaciones 
distintas a las actualmente realizadas. 
 Las fitasas deben cumplir con una serie de criterios para ser usadas como aditivos 
en alimentos de animales o en procesos de tecnología de alimentos. Éstas deben ser 
efectivas en la liberación de fósforo in vitro e in vivo en el tracto digestivo de animales, 
resistir temperaturas altas durante el proceso de peletizado y soportar el ataque 
proteolítico de las enzimas digestivas, además de tolerar largos periodos de 
almacenamiento y transporte a temperatura ambiente. 
Con el fin de valorar el potencial de aplicación de dos fitasas bacterianas 
recombinantes, en este proyecto se realizó la evaluación y la comparación de diferentes 
propiedades bioquímicas de tres fitasas del género Bacillus, una nativa (PhyC-N) y dos 
recombinantes (PhyC-R y FTE ) producidas en Pichia pastoris, tomando de referencia 
dos fitasas del género Aspergillus (comerciales).  
La caracterización bioquímica se realizó a partir de preparaciones 
semipurificadas de las tres fitasas bacterianas. La preparación de PhyC-N presentó una 
actividad específica 1.36 U/mg de proteína, la cual resultó ser menor que la reportada 
previamente por Kerovuo y colaboradores en 1998 (Kerovuo et al., 1998), quienes 
obtuvieron preparaciones con una actividad de 15 U/mg de proteína.  
Las preparaciones semipurificadas de la PhyC-R y FTE se obtuvieron de los 
sobrenadantes de cultivos de las cepas recombinantes de Pichia pastoris crecidas 
durante 24 h bajo condiciones de inducción del gen heterólogo. Los medios de cultivo a 
base de amortiguadores de fosfatos inhibieron la actividad fítica presente en los 
sobrenadantes de los cultivos, este efecto fue contrarestado con una serie de diluciones 
para disminuir la concentración de fosfatos en el sobrenadante sometido a los ensayos de 
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actividad enzimática, sin embargo estos ensayos de actividad mostraron una gran 
variabilidad.  
Las preparaciones semipurificadas de la PhyC-R y FTE se obtuvieron a partir de 
los sobrenadantes, los cuales fueron concentrados y desalados en unidades de filtración 
de 10 kDa (Millipore), además de realizar un cambio de amortiguador (100 mM Tris-
HCl pH 7.5, 5 mM de CaCl2). Las recuperaciones calculadas para este proceso fueron 
menores del 50%, cabe mencionar que esta estimación fue aproximada debido a que los 
cálculos se realizaron con los valores de actividad inicial del sobrenadante con alto 
contenido de fosfato, y estas determinaciones fueron imprecisas. 
Una alternativa para la eliminación de fosfato es el de realizar el desalado del 
sobrenadante con columnas de Sepadex P-10, (Kerovuo et al., 1998) y de esta manera 
evitar la inhibición de la actividad de fitasa causada por el fosfato. Resultados recientes 
(Castillo, 2008) muestran que es posible obtener una recuperación mayor del 90 % en la 
obtención de preparaciones semipurificadas de las fitasas recombinantes a partir del 
sobrenadante ultrafiltrado en unidades de filtración de 10 kDa y empleando como 
amortiguador 100 mM Tris-HCl pH 8.5, 50 mM NaCl2, 5 mM CaCl2, 2% glicerol. En 
este caso, el valor inicial de la actividad del sobrenadante se estimó a partir de 
sobrenadantes desalados en columnas de Sepadex P-10 y se tomó de referencia para el 
cálculo de la recuperación de sobrenadantes ultrafiltrados (Castillo, 2008), por lo cual el 
porcentaje de recuperación fue mayor que el obtenido en este trabajo.  
El proceso de desalado, cambio de amortiguador y concentración implicados en 
la ultrafiltración, fueron suficientes para obtener preparaciones semipurificadas 
homogéneas de las dos fitasas recombinantes requeridas para realizar su caracterización 
bioquímica y comparar sus propiedades con la PhyC-N y las dos fitasas comerciales. 
Las preparaciones de las enzimas comerciales, Natuphos y Allzyme SSF, se 
realizaron a partir de las presentaciones granuladas, las cuales se resuspendieron en un 
amortiguador de acetatos a pH 5.5. Estas preparaciones fueron homogéneas para todos 
los ensayos y presentaron una actividad específica constante con valores supriores a las 
obtenidas para las preparaciones de las fitasas bacterianas hasta en un factor de 27 en el 
caso más extremo (Natuphos y PhyC-N). 
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En los estudios comparativos, se procuró tener siempre en igualdad el valor de la 
actividad fítica inicial para cada ensayo realizado con cada una de las enzimas, además 
se procuró tener precaución especial en las concentraciones de calcio presente en cada 
ensayo y que la determinación de la actividad enzimática siempre se realizará a una 
concentración de 1 mM de CaCl2, para lo cual la concentración de calcio requerida 
siempre fue ajustada de forma precisa, ya que la actividad fítica de las fitasas bacterianas 
es dependiente de la concentración de este metal. 
La caracterización bioquímica de estas cinco fitasas, se realizó evaluando peso 
molecular aparente mediante un análisis de SDS-PAGE, actividad enzimática a 
diferentes pH y temperaturas, termoestabilidad y susceptibilidad a enzimas digestivas de 
camarón y de tripsina porcina. Para la comparación de estos parámetros se utilizó un 
análisis de varianza (ANOVA) y de t-students. 
Mediante el análisis por SDS-PAGE de la preparación de PhyC-N se detectaron 
dos bandas de ≈ 41 y 44 kDa, valores muy próximos al reportado en estudios previos 
(Kerovuo, et al., 1998) para la fitasa de C (43 kDa), mientras que para las fitasas C 
recombinantes, PhyC-R y FTE, se detectó un barrido de bandas en un intervalo de ≈ 51 a 
66 kDa. El aumento en el tamaño y el barrido observado puede ser debido a la 
glicosilación de las fitasas recombinantes producida en el sistema de expresión de Pichia 
pastoris. Para el caso de las enzimas Natuphos y Allzyme SSF, ambas enzimas de 
Aspergillus, se observaron bandas anchas con un tamaño molecular de ≈ 60 kDa, peso 
molecular que corresponde al reportado previamente para el caso de Natuphos (Wyss et. 
al., 1999b). Las bandas anchas y poco definidas detectadas por SDS-PAGE se deben 
también a la glicosilación presente en estas fitasas, se ha reportado que las fitasas del 
género Aspergillus estan ampliamente glicosiladas y que sus pesos moleculares oscila 
entre 62-128 kDa, determinado por el método SDS-PAGE (Ullah, 1988; Vohra & 
Satyanarayana, 2003). Los resultados obtenidos mediante el análisis por SDS-PAGE, 
muestran claramente que ambas fitasas recombinantes de Bacillus (PhyC-R y FTE) 
poseen un tamaño molecular diferente a la fitasa nativa, esta diferencia es claramente 
debido a la glicosilación presente en las dos formas recombinantes a pesar que la forma 
nativa ha sido reportada en su forma no glicosilada (Kerovuo, et al., 1998). 
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La fitasa C nativa cuenta con 3 sitios de N-glicosilación teóricos, los cuales son 
probablemente afectados por el sistema de glicosilación de Pichia pastoris. Diversos 
estudios (Han & Lei, 1999) han mostrado la capacidad de Pichia pastoris de realizar este 
tipo de modificaciones postraduccionales, a pesar de que los mismos no estén presentes 
en la proteína nativa. Por último el análisis por SDS-PAGE permitió evaluar el grado de 
pureza de cada una de las preparaciones obtenidas, siendo evidente que tanto las 
preparaciones de las fitasas recombinantes, cómo la Natuphos, son las que presentan el 
mayor grado de pureza, mientras que en las preparaciones de PhyC-N y Allzyme SSF se 
detectaron una serie de bandas de menor tamaño a la esperada. 
Debido a la naturaleza de los dos grupos de enzimas en estudio, las enzimas de 
origen fúngico, para el caso de las comerciales, y las de origen bacteriano, el perfil de 
actividad a diferentes valores de pH define perfectamente bien a los dos grupos. Las 
fitasas comerciales, clasificadas como fosfatasas ácidas de histidina poseen su máxima 
actividad a pH de 5.5, mantuvieron su actividad hasta un valor de pH de 2.5 y 
presentaron ausencia de actividad a pH 7.5, estos resultados corroboran con estudios que 
indican que la mayoría de las fitasas producidas el género Aspergillus, presentan 
actividad enzimática a valores de pH entre 2.5 y 6 (Vohra & Satyanarayana, 2003; Vats 
& Banerjee, 2005; Ullah & Gibson, 1987; Ullah, 1988). A un pH de 2.5, la enzima de 
Natuphos presentó mayor actividad relativa que la enzima Allzyme SSF (26%). 
Las fitasas de Bacillus (PhyC-N, PhyC-R y FTE) presentaron la mayor actividad 
a pH de neutros a básicos, sin embargo conservaron hasta un 68 % de actividad a pH de 
5.5. El intervalo más amplio de pH en el que presentaron actividad estas fitasas 
bacterianas, les proporciona una mayor versatilidad en su aplicación.  
El perfil de pH de las fitasas bacterianas mostró diferencias entre ellas, así, 
mientras que para el caso de la PhyC-N y FTE el valor de pH óptimo fue de 7.5, para la 
PhyC-R fue de 9. Por otro lado, FTE pierde gran parte de su actividad a pH de 9.  
Estudios previos (Kerovuo et al., 1998), coinciden con los valores de pH óptimos 
para PhyC-N y Natuphos. Sin embargo, para el caso de PhyC-N los valores de actividad 
relativa a valores de pH más básicos obtenidos por estos autores, difieren con los del 
presente estudio, estas diferencias pueden ser debidas a las condiciones en las que estos 
autores realizaron estos ensayos. Las fitasas PhyC-N, y PhyC-R mostraron diferencias 
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en el valor de pH óptimo, mientras que la FTE presentó una clara evidencia de 
inestabilidad a pH de 9. 
El hecho de que las fitasas bacterianas (PhyC-N, PhyC-R y FTE) sean activas a 
pH de neutro a básicos, las hacen candidatas potenciales para ser empleadas como 
aditivo en la alimentación de aquellas especies animales, en las cuales el pH de los 
tractos digestivos sean de neutros a básicos, o bien en especies agástricas como es el 
caso de algunos peces y crustáceos como el camarón (Ling et al., 2007). Por otro lado, 
estas enzimas son candiadatas para su potencial aplicación en procesos industriales 
realizados en condiciones neutras para mejorar la disponibilidad del fósforo fítico en 
harinas vegetales ricas en fitato. 
Al igual que en el efecto del pH sobre la actividad, en el comportamiento del 
efecto de la temperatura, las enzimas en estudio se pueden separar en dos grupos, 
Natuphos y Allzyme SSF y FTE con actividad en un intervalo de 25 a 55°C, con un 
máximo a 45°C y un segundo grupo la PhyC-N y la PhyC-R con actividad en un 
intervalo de temperatura más amplio de 25 a 70°C, con un máximo a 55ºC. Con respecto 
al primer grupo, la FTE presentó la mayor actividad que las dos enzimas fúngicas a 25 y 
37°C. Y respecto a la PhyC-R y PhyC-N, la primera mostró mayor actividad a 25, 37 y 
45°C, sin embargo la forma nativa mostró mayor actividad a 70°C. A 80°C, solo la 
PhyC-N mostró una actividad relativa significativa (12%). Cabe mencionar que la PhyC-
R fue la enzima con actividad (11 a 100 %) en un intervalo más amplio de temperatura y 
la enzima FTE fue la enzima con mayor actividad a las temperaturas mas bajas 
ensayadas (87-92 %). Los reportes previos sobre esta propiedad, mencionan que las 
fitasas del genero Aspergillus presentan temperaturas óptimas en un rango de 40 a 70ºC 
(Vohra & Satyanarayana, 2003; Oh et al., 2004; Ling et al., 2007), mientras que las 
fitasa del genero Bacillus presentan actividad entre 55 y 70ºC (Vohra & Satyanarayana, 
2003; Oh et al., 2004; Ling et al., 2007). Las enzimas con actividad en un intervalo 
amplio de temperatura, ofrece una mayor versatilidad en cuanto su aplicación. Por otro 
lado, una buena actividad a temperaturas entre 25 y 37°C ofrece un potencial para su 
aplicación en especies acuática cultivables. 
Con excepción de la FTE, todas las fitasas evaluadas en este trabajo fueron 
estables a 37ºC por 120 min en 1 mM CaCl2 a su pH óptimo de actividad. Es muy 
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evidente la inestabilidad de la FTE a 37°C (pH 7.5). La FTE se diferencia de PhyC-R y 
PhyC-N en 25 aminoácidos (93 % de similitud), uno de éstos, el aspártico 336 fue 
substituido por una asparagina. De acuerdo a lo reportado por Shin y colabodaroes (Shin 
et al., 2001) el aspártico 336 es uno de los aminoácidos que interactúa con iones de 
calcio para conferir estabilidad a esta proteína, por lo cual esta podría ser la razón de la 
inestabilidad presentada por esta variante. 
La termoestabilidad es considerada una característica recomendable para aquellas 
enzimas que sean aplicadas en procesos industriales. Así que, en éste estudio se evaluó 
la termoestabilidad a tres temperaturas diferentes y para el caso de las fitasas bacterianas 
se evaluó también la influencia del pH y concentración de CaCl2 a las temparturas 
evaluadas. 
A 37°C (pH 5.5 y 1 mM CaCl2) la enzimas comerciales fueron menos estables 
(78-83 % actividad residual) que las fitasas bacterianas con una actividad residual de 96 
a 109 % (p< 0.05). La igualdad en la actividad residual presentada entre PhyC-N y 
Allzyme SSF fue debido probablemente a la variación en los valores de PhyC-N.  
Estos resultados muestran la separación de los dos grupos, fitasas bacterianas y 
fúngicas, quedando en el límite de los dos grupos la PhyC-N. El efecto de la 
concentración de calcio fue observado solamente en la enzima FTE, mostrando un 
incremento de 88 a 101 % (p< 0.05), en su actividad residual cuando la concentración de 
calcio se incrementó de 1 a 5 mM, pero solo en los ensayo se realizados a pH 7.5. 
 A 37°C, tanto PhyC-R como PhyC-N fueron más estables a pH de 5.5 que a 7.5 
(p< 0.05) a 5 mM CaCl2, con valores de actividad residual que disminuyeron desde 120 
% hasta 87%, mientras que a 1 mM CaCl2, tanto PhyC-R como FTE obtuvieron mayor 
actividad residual a un pH de 5.5 (p< 0.05). 
En general las cinco fitasas fueron estables a 37ºC, con valores de actividad 
residual próximos al 100% (78 a 120%), siendo más estables las fitasas del género 
Bacillus. La mejor estabilidad a 37ºC la presentó la PhyC-R (120 % actividad relativa) a 
pH 5.5 a 5 mM de CaCl2. 
A 60ºC, la PhyC-R y Allzyme SSF (1 mM CaCl2, pH 5.5) fueron las enzimas 
menos estables con una actividad residual de 5 y 18 % respectivamente. Las enzimas 
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restantes obtuvieron valores actividad residual en un intervalo de 56 a 67 % sin 
diferencias estadísticamente significativas entre ellas en estas condiciones. 
Tanto PhyC-R, como FTE fueron más termoestables a 60°C al aumentar la 
concentración de calcio a 5 mM en cualquiera de los dos valores de pH. Mientras que en 
la PhyC-N solo se observó este efecto a pH 5.5 (tabla XXI)  
A 60°C, el efecto del pH no es significativo en PhyC-N y PhyC-R cuando la 
concentración de CaCl2 es 5 mM, sin embargo a 1 mM de CaCl2, fueron más estables a 
pH 7.5, mientras que la FTE fue siempre más estable a pH de 5.5. 
Las fitasas PhyC-N, PhyC-R resisten más el choque térmico de 60ºC en 
presencia de 5 mM de CaCl2 a los dos valores de pH evaluados (5.5 y 7.5), mientras que 
la FTE obtiene valores comparables solamente a pH 5.5 (tabla XXI). 
En conclusión la PhyC-N y PhyC-R fueron las enzimas que mostraron la mayor 
estabilidad a 60°C (90 a 104 % actividad residual) a los dos valores de pH evaluados, 
pero solo en presencia de 5 mM de CaCl2.  Cabe resaltar que la FTE se comportó de 
igual manera que las otras dos enzimas bacterianas solo a pH de 5.5 y 5 mM de CaCl2 
En los ensayos realizados a 1 mM de CaCl2, pH 5.5 a 80ºC, la PhyC-N y PhyC-R 
fueron las enzimas menos estables con una actividad residual de 7 % para PhyC-N y 
pérdida total de la actividad en el caso de PhyC-R. A esta temperatura, la enzima más 
estable fue la FTE (83 %), seguido de la Allzyme SSF (65%) y por último la Natuphos 
(48 %). A esta temperatura, el efecto de la concentración de calcio fue distinto en cada 
una de las enzimas bacterianas y dependiente del valor de pH. Así, en la PhyC-N 
aumentó su termoestabilidad al aumentar la concentración de calcio solamente a pH 7.5. 
 En todos los caso la PhyC-N fue muy inestables con valores del 2 al 11% de 
actividad residual, con exepcion a pH 7.5 y 5 mM de CaCl2 con un valor de actividad 
residual del 68%. 
Para el caso de la PhyC-R, fue notable la influencia del pH para mejorar la 
termostabilidad con el aumento de la concentración de calcio, así en este caso, la 
termoestabilidad mejora a 5 mM de CaCl2 pero solo a pH 5.5 con una actividad residual 
que cambia del 0 al 85 %. 
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Para el caso de la FTE a esta temperatura (80°C) posee una buena 
termoestabilidad a pH 5.5 independiente de la concentración de calcio, a pH 7.5, la 
termoestabilidad mejora de un 0 a un 30 % cuando aumenta la concentración de calcio. 
A 80°C, la mejor termoestabilidad la presentaron PhyC-R y FTE con una 
actividad  residual en un intervalo de 79 a 85% a pH 5.5 y 5 mM CaCl2 (tabla XXI)  
Estas dos enzimas pierden actividad al cambiar a pH de 5.5 a 7.5.  
La PhyC-N obtuvo el mejor valor de actividad residual (hasta un 104 %) a 60ºC 
en presencia de 5 mM de CaCl2 y a pH 7.5. Al aumentar la temperatura a 80ºC la 
actividad residual se ve favorecida solo en presencia de 5 mM de CaCl2 y a un pH 7.5 
(68%). A pH de 5.5 y a esta temperatura (80ºC), esta fitasa es muy inestable ya que 
prácticamente pierde su actividad bajo estas condiciones. Kerovuo y colaboradores 
(Kerovuo, et al., 2000b), reportaron que la fitasa C retiene un 90% y 43% de su 
actividad después de someterla a 60 y 80° C durante 10 min en presencia de 5 mM de 
CaCl2, resultados equiparables a los obtenidos en este trabajo con un 104 y 68 % de 
actividad residual. El mismo autor, reporta que en ausencia de calcio la actividad se 
pierde completamente bajo las mismas condiciones. En los resultados obtenidos en este 
trabajo, a 1 mM de CaCl2, se ve afectada la termoestabilidad, demostrando claramente el 
efecto del calcio en la estabilidad de esta enzima bajo estas condiciones.  
Un hallazgo nuevo e interesante es la estabilidad de PhyC-N dependiente del pH, 
ya que a pH de 5.5 esta enzima es inestable 80°C aún en presencia de 5 mM de CaCl2, 
mientras que a pH de 7.5 se logró mejorar la estabilida con la mayor concentración de 
calcio. Es probable que a 80°C y a pH 5.5, la energía cinética intramolecular favorezca 
que la interacción con los iones de calcio decrezca.  
Estas características fisicoquímicas hacen que la PhyC-N, no sea apta para 
tratamientos térmicos, bajo condiciones de pH ácidos, limitando su empleo bajo estas 
condiciones. 
Por otro lado, en el caso de la PhyC-R, los niveles más altos de la actividad 
residual se observaron a pH 5.5, 5 mM de CaCl2 a 60ºC (95%) y 80ºC (85%) y a pH 7.5, 
5 mM de CaCl2 a 60ºC se obtuvo una actividad residual 102%.  
A pesar de que la PhyC-N y la PhyC-R tienen la misma secuencia aminoacídica, 
los resultdos obtenidos en este estudio, muestran que las dos enzimas tienen propiedades 
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bioquímicas diferentes (tabla XXI). PhyC-N y PhyC-R fueron diferentes 
estructuralmente constatado por el tamaño molecular determinado por SDS-PAGE. Esta 
diferencia es probablemete debido a una glicoislación causada por el sistema de Pichia 
pastoris y influyendo en las propiedades bioquímicas de PhyC-R, así PhyC-R y PhyC-N, 
difieren en su pH óptimo, perfil de actividad a diferentes temperaturas, termoestabilidad 
a 60°C y 80°C (Tabla XXI). 
En la evaluación de la termoestabilidad de la FTE, se pudo apreciar que los 
valores de actividad residual más altos fueron a pH 5.5, a 60ºC, esta enzima resistió más 
el choque térmico en presencia de 5 mM de CaCl2 (106%). Sorprendentemente al 
aumentar la temperatura de 60 a 80ºC a pH 5.5 pero a 1 mM de CaCl2, la FTE presentó 
un aumento de actividad de 67 a 83 %. A 80°C, el ensayo de termoestabilidad evaluado 
a pH 5.5 fue el más favorecido que a pH de 7.5 sin importar la concentración de calcio 
(83% para 1 mM de CaCl2 y 79% para 5 mM de CaCl2), sin embargo la actividad 
residual a 80ºC a pH 7.5 y en presencia de iones de calcio fue menor al 30%. La FTE 
tiene un 99% de similitud de la secuencia aminoacídica con la fitasa producida por B. 
amyloliquefacies (DS11), la cual es reportada como termoestable a pH 7.5 (Ha et al., 
2000; Kim et al., 1998a). A pesar de esta similitud en cuanto su secuencia aminoacídica, 
la FTE fue poco termoestable a pH 7.5, este efecto negativo de la termoestabiliad a este 
valor de pH 7.5 se debe probablemente a las diferencia que existen entre ambas 
secuencias a aminoacidicas. 
Previos estudios reportaron (Kerovuo et al., 2000b) que los iones calcio protegen 
a la fitasa C de la desnaturalización térmica. Recientemente se determinó la estructura 
tridimensional de la fitasa de B. amyloliquefaciens (DS11), revelando que la enzima 
contiene seis iones calcio, tres de estos aminoácidos se encuentran en la superficie de la 
proteína y están involucrados con la estabilidad y termoestabilidad de la fitasa, mientras 
que los otros tres se encuentran en el sitio activo y son los responsables de la actividad 
enzimática (Shin et al., 2001). Al comparar la estructura tridimensional de la FTE con la 
DS11, se observó que la FTE pierde interacción con uno de los calcios que proporcionan 
termoestabilidad a la proteína (FTE), es muy probable que por esta razón la FTE no 
presente el mismo comportamiento que la DS11. 
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En los ensayos de termoestabilidad a 1 mM de CaCl2 a pH 5.5 de la Natuphos y 
Allzyme SSF, se pudo apreciar claramente que la Natuphos disminuye su actividad 
conforme la temperatura fue aumentando en el ensayo (60% a 60ºC y de 48% a 80ºC), 
para el caso de la Allzyme SSF se puede observar que la actividad residual a 60 ºC 
presentó el nivel más bajo (18%), mientras que al someterse a 80ºC sorprendentemente 
su actividad se recuperó hasta un valor de 65%. 
A 80ºC la PhyC-R mostró la mayor termoestabilidad a 5 mM de CaCl2 y pH 5.5, 
es notable que esta estabilidad se pierde en un 49% cuando las condiciones se cambiaron 
a pH 7.5 (85% a 36% actividad residual). La FTE fue la segunda fitasa más resistente 
(83% a 79% actividad residual) a pH 5.5, independientemente de la concentración de 
calcio, ambas enzimas mostraron mayor termoestabilidad a esta temperatura que las 
fitasas del género Aspergillus evaluadas en este estudio. Asi mismo, los valores de 
termoestabilidad determinadas a 80ºC para PhyC-R y FTE fueron semejantes a los 
reportados para aquellas fitasas consideradas como las más termoestables: B 
amyloliquefaciens 50% de actividad a 90°C por 10 min (Ha et al., 2000), la fitasa phyL 
de Bacillus lichiniformis (Tye et al., 2002) retiene el 61% de actividad a 95°C por 15 
min, siendo ésta la fitasa más termoestable reportada de esta especie y una fitasas 
comercial de Aspergillus niger (Hoffmannp-La Roche Ltd., Switzerland) con una 
actividad residual del 86% a 80 °C y del 96–100% a 70 °C en un tratamiento de 15 min 
(Yin et al., 2007).  
En este estudio de termoestabilidad se puedo demostrar que las fitasas de 
Bacillus PhyC-R y FTE (85 y 79 % actividad residual) resisten más a la degradación a 
temperaturas elevadas (80°C) que las fitasas comerciales Natuphos y Allzyme SSF (48 y 
65%). 
De acuerdo a los resultados obtenidos, la Fitasa C recombinante fue glicosilada 
por Pichia pastoris, el hospedero empleado para su producción, y es probable que esta 
glicosilación sea la justificación a las diferencias encontradas entre PhyC-N y PhyC-R 
en sus propiedades bioquímicas analizadas. El efecto más notable fue las diferencias 
encontradas en sus propiedades de termoestabilidad y dependiente del pH. De acuerdo 
estudios previos existen controversias respecto a los efectos debido a la glicoasilacón, ya 
que mientras que Wyss y colaboradores (Wyss et al., 1999a) indican que la glicosilación 
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puede alterar el pI, la estabilidad y propiedades catalíticas, sin embargo la 
termoestabilidad no es alterada. Otros autores (Han & Lei, 1999) encontraron que la 
glicosilación en una fitasa de A. niger no afectó las propiedades catalíticas, pero si 
mejoró la termoestabilidad de ésta. En el presente estudió la termoestabilidad de PhyC-R 
fue diferente a la determinada para PhyC-N, y en ambos caso fue dependiente del pH y 
de la concentración de calcio. La dependencia de la estabilidad al pH, puede ser debido a 
que la glicosilación haya afectado el pI y éste a su vez influyó en la termoestabilidad.  
Mientras que las fitasas fúngicas son susceptibles a la proteolisis en los 
sobrenadantes concentrados de los cultivos (Wyss et al., 1999b), las fitasas de Bacillus 
parecen ser más resistentes a la actividad proteolítica de tripsina, papaina y pancreatina 
según los estudios realizados por Kerovuo y colaboradores en el 2000 (Kerovuo et al., 
2000b). En este mismo estudio se reporta que la Fitasa C de Bacillus subtilis fue 
susceptible a la pepsina, efecto que fue justificado más por la desnaturalización de la 
enzima a valores bajos de pH.  
En esta investigación se realizaron por primera vez, ensayos de susceptibilidad 
frente enzimas digestivas de camarón, empleando preparaciones crudas de 
hepatopáncreas del camarón Blanco del Pacífico. Los resultados muestran que el 
tratamiento de las diferentes fitasas con la preparación de hepatopáncreas de camarón 
por 30 min, que en todos los casos, excepto para la FTE, se observó un incremento de la 
actividad residual al aumentar la concentración de la preparación de hepatopáncreas y en 
algunos casos se registraron actividades residuales por arriba del 100%.  Este efecto fue 
diferente entre las fitasas y dependiente de la concentración de la preparación de 
hepatopáncreas, así PhyC-N (84 a 100%) y PhyC-R (90 a 103 %) se activan cuando la 
concentración se incrementa de 1 a 10X (0.12-1.2 U/mL BAPNA), mientras que 
Natuphos (75 a 100 %) y Allzyme SSF (106 a 116%) son activadas cuando la 
concentración se incrementa 10X a 40X (1.2-4.8 U/mL BAPNA). La Allzyme SSF 
presentó la actividad residual más alta (116%) a 40X y 30 min de incubación, seguida 
por la Natuphos y PhyC-N (100 y 94% respectivamente). La PhyC-R presentó su mejor 
estabilidad a 10X (103%), disminuyendo este valor a 67 % cuando se incrementó la 
concentración de la preparación de hepatopáncreas a 40X.  
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Hay que señalar que la actividad residual de la Natuphos fue afectada a 1 y 10X 
con actividades residuales de 75 y 79%, mientras que a 40X presenta hasta un 100% de 
actividad residual. Por último, la susceptibilidad de FTE hacia la preparación de 
hepatopáncreas fue afectada de forma dependiente de la concentración, perdiendo por 
completo su actividad a la concentración de 40X. 
En los ensayos de susceptibilidad a 120 min con las preparaciones de 
hepatopáncreas a 1 y 10X, las enzimas PhyC-N y Allzyme SSF presentaron la mejor 
estabilidad con valores de 82 a 92 %. A pesar de que la PhyC-R mantuvo una actividad 
residual (92%) igual a la PhyC-N y Allzyme SSF en los ensayos a 1X, ésta fue menor 
(58%) que las determinadas para PhyC-N y Allzyme SSF cuando se aumentó la 
concentración de las preparaciones de hepatopáncreas a 10X. La actividad residual para 
Natuphos fue siempre menor que las de las enzimas anteriores, manteniendo niveles de 
50 a 43 % a 1X y 10X respectivamente. Por último la FTE fue inestable perdiendo por 
completo su actividad a los 120 minutos del tratamiento a las dos concentraciones 
evaluadas.  
La FTE fue claramente afectada por la actividad proteolítica de la preparación de 
hepatopáncreas, tal como se evidencia por los resultados obtenidos con el tratamiento a 
30 min. Hay que tener en consideración que la enzima FTE es inestable a pH 7.5 
después ser incubada por 120 min a 37°C en 1 mM CaCl2, (sección 6.5.4), por lo cual la 
perdida de actividad en este caso puede ser atribuida a un factor combinado de las 
condiciones del ensayo y la actividad proteolítica de las enzimas de la preparación de 
hepatopáncreas.  
En general el tratamiento con tripsina porcina no afectó la estabilidad de las 
fitasas a las dos concentraciones de tripsina evaluadas, excepto para el caso de la PhyC-
N que pierde un 16% de su actividad con el tratamiento a 1X. En todos los casos la 
actividad residual osciló entre 97 y 116%, excepto para el caso de la FTE que presentó 
una actividad residual en un intervalo de 134 a 145 %. Un incremento en la actividad 
residual fue observado al aumentar la concentración de tripsina de 1X a 10X en las 
enzimas PhyC-N, PhyC-R, FTE y Natuphos, sin embargo, solo en el caso de PhyC-N 
fue estadísticamente diferente. Cabe señalar que la enzima FTE presentó actividades 
residuales hasta de un 145%, estos resultados conducen a pensar que el tratamiento 
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proteolítico activa a esta enzima, posiblemente a través de una mejor disponibilidad del 
sustrato hacia el sitio activo, o bien la generación de un péptido mas pequeño con mayor 
actividad fítica.  
El aumento de la actividad residual debido al tratamiento con enzimas 
proteolíticas ha sido documentado previamente por Rodríguez y colaboradores en 1999 
(Rodríguez et al., 1999). Estos autores estudiaron el efecto de tripsina y pepsina porcina 
sobre la fitasa de Aspegillus níger (r-PhyA) y la fosfatasa ácida pH 2.5 de Escherichia 
coli (r-AppA) y encontraron que r-AppA incrementa su actividad hasta en un 30% de 
forma estable hasta por 120 min, concluyendo que se generan polipétidos de r-AppA 
estables a la pepsina. Por otro lado, en este mismo estudio, r-AppA fue sensible a la 
tripsina conservando menos del 20% de actividad a los 30 min y perdiendo 
prácticamente toda la actividad a 120 min. Para el caso de r-PhyA, los resultados fueron 
inversos a los reportados para r-AppA, r-PhyA fue resistente a tripsina con una actividad 
residual de hasta un 85 %, pero sensible a pepsina perdiendo casi por completo la 
actividad a 120 min. 
Los resultados del presente estudio coinciden con los resultados reportados por 
Rodríguez (Rodríguez et al., 1999) en cuanto la estabilidad de las fitasas fúngicas a la 
tripsina, obteniendo valores de actividad residual desde un 50% hasta valores de 143%. 
Respecto a las fitasas bacterianas, tanto PhyC-N y PhyC-R mostraron ser estables 
a los tratamientos con las enzimas digestivas de camarón y tripsina porcina con valores 
de actividad relativa por arriba del 80 %, exceptuando la PhyC-R que fue sensible a las 
enzimas de hepatopáncreas en el tratamiento prolongado por 120 min. Cabe mencionar 
que el tiempo aproximado de la digestión del camarón Blanco del Pacífico es de 30 min, 
por lo cual el tiempo de 120 min es cuatro veces mayor del requerido en un tratamiento 
in vivo. Los resultados obtenidos corroboran con los obtenidos previamente por Kerovuo 
y colaboradores (Kerovuo et al., 2000b) y de acuerdo a estos resultados se puede 
considerar que tanto PhyC-N como PhyC-R pueden ser estables a la acción de tripsisna 
tanto en el tracto digestivo del camarón Blanco del Pacífico como en el intestino del 
cerdo, sin embargo el pH ácido del estómago del cerdo no favorecen la acción de estas 
enzimas. En contraste con PhyC-N y PhyC-R, FTE fue mucho más estable bajo el 
tratamiento de tripsina porcina que con las enzimas del hepatopáncreas, por lo cual es de 
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considerar que esta enzima es más apta, en cuanto estabilidad a proteasas, para el tracto 
digestivo del cerdo que para camarón. Por otro lado, los altos niveles de actividad 
relativa de FTE bajo el tratamiento de tripsina porcina, sugieren la generación de 
polipéptidos estables a tripsina porcina y con mayor actividad que la proteína original, 
sin embargo se requieren de más estudios para corroborar la producción de estos 
péptidos.  
En este trabajo se evaluó el valor de la Km de PhyC-R utilizando como sustrato el 
fitato de sodio, obteniendo una Km aparente de 0.5 mM mediante la representación de 
Michaelis-Menten, tambien se evaluó mediante la representación de Lineweaver-Burk 
obteniendo un valor de Km aparente de 0.4 mM, estos valores de Km son similares a los 
reportados para las fitasas de Bacillus entre un rango de 0.5 mM (Vohra & 
Satyanarayana, 2003) a 0.05 mM (Powar & Jagannathan, 1982). Shimizu en el 1992 
(Shimizu, 1992) reportó una Km de 0.5 mM para la fitasa producida por B. subtilis 
(natto), mientras que Kerovuo y colaboradores (Kerovuo et al., 2000a) reportaron una 
Km de 0.2 mM para la fitasa C de B. subtilis. Finalmente se utilizo la representación de 
Eadie-Hofstee en donde claramente se observó que no sigue esta ecuación, por lo tanto 
podemos confirmar que los valores de las cinéticas de la PhyC-R no siguen el modelo 
enzimático de Michaelis Menten. Powar y Jagannathan en el 1982 (Powar & 
Jagannathan, 1982) reportaron que la reacción de la cinética enzimática de la fitasa B. 
subtilis es compleja al usar como sustrato ácido fítico (IP6), debido principalmente que 
durante la reacción se forman otros sustratos como IP5, IP4 e IP3. 
La Fitasa C de B. subtilis (PhyC-R) producida en Pichia pastoris, posee algunas 
diferencias en sus propiedades bioquímicas respecto a la PhyC-N, a pesar de posser 
secuencias aminoácidicas idénticas. Estas diferencias pueden ser causadas por la 
glicosilación de PhyC-R producida en Pichia pastoris. La PhyC-N y la PhyC-R, son 
activas a pH básicos, teniendo su pH optimo a 7.5 y 9 respectivamente. Ambas fitasas 
obtuvieron su temperatura óptima a 55ºC, sin embargo la PhyC-R retuvo más actividad a 
temperaturas bajas en comparación de la PhyC-N. Los iones Ca
2+
 estabilizan las fitasas 
de Bacillus (PhyC-N y PhyC-R) al comparar el comportamiento en la termoestabilidad a 
80ºC, la PhyC-R mostró la mas alta actividad residual a pH 5.5 (85%) y la PhyC-N 
presento la mas alta actividad residual a pH 7.5 (68%). Las dos fitasas (PhyC-N y PhyC-
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R) fueron estables al ataque proteolítico de las enzimas digestivas de camarón y a la 
enzima tripsina porcina. Resultados similares a los obtenidos por Keruvuo y 
colaboradores en el 2000 (Keruvuo et al., 2000b) para la Fitasa C, en donde se observó 
una estabilidad frente proteasas tales como la tripsina, papaina y pancreatina reteniendo 
un 100% de su actividad residual, incluso en altas concentraciones de proteasa, sin 
embargo no existen otros estudios hasta el momento de la estabilidad de las fitasas frente 
a enzimas digestivas de camarón, en este estudio se demuestra que las fitasas de Bacillus 
son estables a las enzimas digestivas de camarón las cuales contienen un cóctel de 
proteasas entre las cuales se encuentran tripsina, quimiotripsina, elastasa, catepsina L 
entre otras, presentando mayor actividad especifica la quimiotripsina . 
Las fitasas de Bacillus pertenecen a la clase de fitasas alcalinas (Oh, et al., 2004) 
dicha afirmación se confirmó con los resultados obtenidos durante este trabajo, de igual 
manera se confirmaron las propiedades bioquímicas de las fitasas comerciales del género 
Aspergillus como pertenecientes a la subclase de fitasas ácidas de histidina (HAP) 
presentando actividad a pH ácidos (Oh, et al., 2004). 
En este trabajo se realizó por primera vez la caracterización bioquímica de dos 
formas recombinantes de fitasas de origen bacteriano producidas en Pichia pastoris. La 
Fitasa C recombinante (PhyC-R), es producida de forma natural en Bacillus subtilis y 
reportada como Fitasa C nativa (PhyC-N) y la FTE es una forma recombinante que 
posee un 99 % de similitud a la fitasa DS11 de B. amyloliquefacies. 
Las fitasas fúngicas comerciales evaluadas en este trabajo presentarían 
limitaciones en su aplicación in vivo para aumentar la disponibilidad fósforo fítico en 
preparaciones nutrimentales para camarón y en especies fisiológicamente afines, debido 
a que carecen de actividad a valores de pH de neutros a básicos, a pesar de que sean 
estables a las enzimas digestivas de esta especie. Otro inconveniente sería la 
termoestabilidad de estas enzimas, ya que perderían hasta un 50 % de su actividad en los 
procesos de peletizados a 80°C.  
A pesar de que la FTE es activa los intervalos de pH de 5.5 a 9, igual que la 
PhyC-R, y a intervalos de temperatura de 25 a 45°C, estable a 60 y 80°C (pH 5.5 a 5 
mM CaCl2), la inestabilidad a pH 7.5 y a la acción de las preparaciones de 
hepatopáncreas del camarón Blanco del Pacífico, hacen que esta enzima no sería viable 
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para aplicarse como aditivo en las preparaciones nutrimentales para el camarón Blanco 
del Pacífico y especies con características fisiológicas semejantes mediante una acción 
in vivo. De la misma manera, esta enzima sería ineficiente para ser aplicada en procesos 
industriales para disponer del fósforo fítico en harinas de origen vegetal con alto 
contenido de fitato, en condiciones de pH neutras.  
Tomando en consideración que los intervalos de pH (5.5 a 9) y de temperatura 
(25 a 55°C) en los cuales presentó actividad la PhyC-R, la estabilidad presentada a 60 y 
80°C (pH 5.5 a 5mM CaCl2) y a la acción de las preparaciones de hepatopáncreas del 
camarón Blanco del Pacífico, esta enzima es una alternativa viable para aplicarse como 
aditivo en las preparaciones nutrimentales para el camarón Blanco del Pacífico y en 
especies con características fisiológicas semejantes para obtener una mayor 
disponibilidad de fósforo fítico y por consecuencia una mejor disponibilidad de otros 
nutrientes mediante una acción in vivo. 
A pesar de que la PhyC-R, mostró ser estable al tratamiento de la tripsina 
porcina, su baja actividad a valores de pH ácidos la hacen inapropiada para aplicarse 
como aditivo en preparaciones nutrimentales para cerdos para su acción in vivo. Sin 
embargo, esta enzima puede ser aplicada en procesos industriales para disponer del 
fósforo fítico en harinas de origen vegetal con alto contenido de fitato, en condiciones de 
pH neutras y a temperatura ambiente, ofreciendo una ventaja técnica y económica 
competitiva respecto a las fitasas fúngicas comerciales que requieren de trabajar a 
valores de pH ácidos. 
Los valores de Km obtenidos para la PhyC-R y la baja actividad específica 
inherente a esta clase de enzimas y la controversia sobre la necesidad de liberar los 6 
grupos fosfatos del fitato, son aspectos que desfavorecen el empleo de esta fitasa para 
fines industriales. Sin embargo, la opción de producción de este tipo de fitasas en Pichia 
pastoris, ofrece una buena alternativa para producirla de forma industrial a costos bajos. 
Por lo cual un objetivo a futuro será el de contar con cepas y procesos de producción 
competitivos, además estas enzimas serían una opción de primera elección para su 
aplicación en especies con tractos digestivos fisiológicamente activos a valores de pH 
neutros o especies agastricas con éstas características fisiológicas. 
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Tabla XXI. Valores de propiedades bioquímicas de las fitasas evaluadas. 
Parámetros  
PhyC-N PhyC-R FTE Natuphos Allzyme SSF 
PM ≈ 41 y 44 kDa ≈ 51 kDa ≈ 54 kDa ≈ 60 kDa ≈ 60 kDa  
pH óptimo 7.5 9.0 7.5 5.5 5.5 
Temperatura óptima 55 ºC 55 ºC 45 ºC 45 ºC 45 ºC 





80 ºC 12% 4% 1% 0 1% 
70 ºC 36% 11% 8% 1% 1% 
55 ºC 100% 100% 17% 59% 24% 
45 ºC 20% 63% 100% 100% 100% 
37 ºC 15% 51% 92% 78% 55% 
25 ºC 8 23% 87% 55% 28% 
** Termoestabilidad  
a 60ºC 
1 mM CaCl2  
pH 7.5 = 86% 
5 mM CaCl2  
pH 5.5 = 90% 
pH 7.5 = 104% 
5 mM CaCl2  
pH 5.5 = 95% 
pH 7.5 = 102% 
5 mM CaCl2  
pH 5.5 = 106% 
 
1 mM CaCl2  
pH 5.5 = 60% 
 
1 mM CaCl2  
pH 5.5 = 18% 
 
** Termoestabilidad  
a 80ºC 
5 mM CaCl2  
pH 7.5 = 68% 
5 mM CaCl2  
pH 5.5 = 85% 
 
1 mM CaCl2  
pH 5.5 = 83% 
5 mM CaCl2  
pH 5.5 = 79% 
1 mM CaCl2  
pH 5.5 = 48% 
 
1 mM CaCl2  
pH 5.5 = 65% 
 
** Susceptibilidad 
a Hp 1X, 30 min. 
84% 90% 93% 79% 116% 
** Susceptibilidad  
a Hp. 10X, 30 min. 
100% 102% 28% 75% 102% 
** Susceptibilidad  
a Hp. 40X, 30 min. 
94% 67% 0% 100% 116% 
** Susceptibilidad  
a Tripsina 1X, 30 min. 
83% 98% 134% 99% 108% 
** Susceptibilidad  
a Tripsina 10X, 30 min. 
106% 108% 145% 113% 97% 
Estabilidad  √ √ --- √ √ 
KM ND ≈ 0.5 mM ND ND ND 
* Es el porcentaje de actividad respecto al valor de actividad más alto 
** Expresada en actividad residual como el porcentaje de actividad respecto al valor inicial  
√: Fitasa estable a 37ºC durante 120 min. 






En este trabajo se realizó por primera vez la caracterización bioquímica de dos 
formas recombinantes de fitasas de origen bacteriano producidas en Pichia pastoris. La 
Fitasa C recombinante (PhyC-R), es producida de forma natural en Bacillus subtilis y 
reportada como Fitasa C nativa (PhyC-N) y la FTE es una forma recombinante que 
posee un 99 % de similitud a la fitasa DS11 de B. amyloliquefacies. 
Se realizó una valoración del potencial de aplicación de las fitasas bacterianas 
recombinantes a través del estudio comparativo de las propiedades bioquímicas de éstas, 
la fitasas C nativa y dos fitasas fúngicas comerciales. 
Los resultados del presente estudio muestran que la Fitasa C nativa resultó poseer 
propiedades bioquímica semejantes a las previamente reportadas en la literatura, en 
cuanto a su tamaño molecular, pH, temperatura óptima, termoestabilidad y estabilidad a 
la acción de la tripsina porcina, además se reporta por primera vez que esta enzima es 
estable a la acción de las enzimas digestivas del hepatopáncreas del camarón Blanco del 
Pacífico. 
En este trabajo se reporta por primera vez la inestabilidad de PhyC-N a pH de 5.5 
y 80°C aún en presencia de 5 mM de CaCl2, haciendo que esta enzima no sea apta para 
tratamientos térmicos, bajo condiciones de pH ácidos, limitando su empleo bajo estas 
condiciones. 
La forma recombinante de la Fitasa C (PhyC-R) producida en Pichia pastoris 
resultó poseer propiedades bioquímica diferentes a su forma nativa (PhyC-N), a pesar de 
compartir una secuencia aminoácidica idéntica. 
Las diferencias presentadas por PhyC-R respecto a PhyC-N en cuanto a su pH 
óptimo, perfil de actividad a diferentes temperaturas, termoestabilidad a 80°C, Km y 
tamaño molecular podrían haber sido causadas por la glicosilación presente en PhyC-R. 
La enzima FTE se caracterizó por tener una temperatura óptima menor que la 
reportada para la fitasa DS11, un perfil de actividad a temperaturas menores que la 
óptima 45°C y fue más sensible a los tratamiento térmicos que los reportados para 
DS11, además fue más estable a los tratamientos térmicos a pH 5.5 y muy inestable a pH 
7.5. 
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Las diferencias en las propiedades bioquímicas encontradas entre la FTE y las 
reportadas para la fitasa DS11, son probablemente determinadas por las diferencia en los 
solo 5 aminoácidos entre estas dos enzimas y la glicosilación presente en la FTE. 
Con excepción de la FTE, todas las fitasas evaluadas en este trabajo fueron 
estables a 37ºC por 120 min en 1 mM CaCl2  al pH óptimo cada enzima.  
La inestabilidad de la FTE a 37°C (pH 7.5) puede ser debido a la sustitución del 
aspártico 336 por asparagina, ya que el aspártico 336 es uno de los aminoácidos que 
interactúa con iones de calcio para conferir estabilidad a este tipo de proteínas. 
Las fitasas comerciales presentaron actividad en intervalo de pH de 2.5 a 5.5 y 
ausencia total de actividad a pH 7.5, mientras que las fitasas bacterianas presentaron la 
mayor actividad a pH de neutros a básicos, sin embargo conservaron hasta un 68% de 
actividad a pH de 5.5.  
El hecho de que las fitasas bacterianas (PhyC-N, PhyC-R y FTE) sean activas a 
pH de neutro a básicos, las hacen candidatas potenciales para ser empleadas como 
aditivo en la alimentación de aquellas especies animales, en las cuales el pH de los 
tractos digestivos sean de neutros a básicos, o bien en especies agástricas como es el 
caso de algunos peces y crustáceos como el camarón Blanco del Pacífico.  
El intervalo más amplio de pH en él que presentan actividad las fitasas PhyC-N y 
PhyC-R, les proporciona una mayor versatilidad en su aplicación, siendo buenas 
candidatas para su potencial empleo en procesos industriales para mejorar la 
disponibilidad del fósforo fítico en harinas vegetales ricas en fitato realizados en 
condiciones neutras. 
En el comportamiento del efecto de la temperatura, las enzimas en estudio se 
pueden separar en dos grupos, Natuphos y Allzyme SSF y FTE con actividad en un 
intervalo de 25 a 55°C y un segundo grupo la PhyC-N y la PhyC-R con actividad en un 
intervalo de temperatura más amplio de 25 a 70°C. 
Las fitasas bacterianas, la PhyC-R y FTE serán más eficientes que la PhyC-N en 
procesos que requieran temperaturas en intervalos de 25 a 45°C, y mostraron ser 
competitivas con las fitasas comerciales en cuanto a esta propiedad. La FTE fue la 
enzima con mayor actividad relativa en este intervalo de temperatura que todas las 
fitasas evaluadas. 
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Las fitasas bacterianas fueron más termoestables a 60°C que las fitasas 
comerciales, dependiendo dicha termoestablidad de las condiciones de pH y 
concentración de calcio. 
Las PhyC-R y FTE fueron más termoestables a 80°C que la PhyC-N y las fitasas 
fúngicas comerciales y se debe de considerar que esta termoestbilidad depende del pH y 
la concentración de calcio presente en el proceso. 
En esta investigación se realizaron por primera vez, ensayos de susceptibilidad 
frente enzimas digestivas del camarón Blanco del Pacífico, los resultados muestran que 
las diferentes fitasas evaluadas, excepto la FTE, fueron estables al tratamiento con las 
preparaciones de hepatopancreas de esta especie. 
La PhyC-N, PhyC-R y las dos fitasas comerciales mostraron ser estables al 
tratamiento con las enzimas digestiva de camarón y tripsina porcina con valores de 
actividad relativa por arriba del 80 %. 
La FTE mostró ser susceptible al tratamiento con enzimas digestivas de camarón, 
pero mostró ser estable a la tripsina porcina con actividades residuales por arriba del 
100%, estos resultados sugieren la generación de polipéptidos estables a tripsina porcina 
y con mayor actividad que la proteína original. 
Tomando en consideración que los intervalos de pH (5.5 a 9) y de temperatura 
(25 a 55°C) en los cuales presentó actividad la PhyC-R, la estabilidad presentada a 60 y 
80°C (pH 5.5 a 5 mM CaCl2) y a la acción de las preparaciones de hepatopáncreas del 
camarón Blanco del Pacífico, esta enzima es una alternativa viable para aplicarse como 
aditivo en las preparaciones nutrimentales para el camarón Blanco del Pacífico y en 
especies con características fisiológicas semejantes para obtener una mayor 
disponibilidad de fósforo fítico y por consecuencia una mejor disponibilidad de otros 
nutrientes mediante una acción in vivo. 
Debido a la termoestabilidad presentada por la PhyC-R a 80°C, esta enzima se 
puede someter al tratamiento de peletizado hasta 80ºC, siempre y cuando el proceso se 
mantenga controlando el pH 5.5 y la concentración de calcio a 5 mM, esta propiedad 
ofrece una ventaja competitiva sobre las dos fitasas comerciales evaluadas. 
A pesar de que la PhyC-R, mostró ser estable al tratamiento de la tripsina 
porcina, su baja actividad a valores de pH ácidos la hacen inapropiada para aplicarse 
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como aditivo en preparaciones nutrimentales para cerdos para su acción in vivo. Sin 
embargo, esta enzima puede ser aplicada en procesos industriales para disponer del 
fósforo fítico en harinas de origen vegetal con alto contenido de fitato, en condiciones de 
pH neutras y a temperatura ambiente, ofreciendo una ventaja técnica y económica 
competitiva respecto a las fitasas fúngicas comerciales que requieren de trabajar a 
valores de pH ácidos. 
A pesar de que la FTE es activa los intervalos pH de 5.5 a 9, igual que la PhyC-
R, y a intervalos de temperatura de 25 a 45°C, estable a 60 y 80°C (pH 5.5 a 5 mM 
CaCl2), la inestabilidad a pH 7.5 y a la acción de las preparaciones de hepatopáncreas 
del camarón Blanco del Pacífico, hacen que esta enzima no sea viable para aplicarse 
como aditivo en las preparaciones nutrimentales para el camarón Blanco del Pacífico y 
especies con características fisiológicas semejantes mediante una acción in vivo. De la 
misma manera, esta enzima sería ineficiente para ser aplicada en procesos industriales 
para disponer del fósforo fítico en harinas de origen vegetal con alto contenido de fitato, 
en condiciones de pH neutras.  
Las fitasas fúngicas comerciales evaluadas en este trabajo presentarían 
limitaciones en su aplicación in vivo para aumentar la disponibilidad fósforo fítico en 
preparaciones nutrimentales para camarón y en especies fisiológicamente afines, debido 
a que carecen de actividad a valores de pH de neutros a básicos, a pesar de que sean 
estables a las enzimas digestivas de esta especie. Otro inconveniente sería la 
termoestabilidad de estas enzimas, ya que perderían hasta un 50 % de su actividad en los 







Preparación de medios, soluciones y reactivos 
 
Ácido ascórbico 10 % (actividad de fitasa) 
Disolver 1.0 g de ácido ascórbico en 100 mL de agua ultrapura. Almacenar a 
temperatura ambiente. 
 
Ácido clorhídrico (HCl) 1 M  
Mezclar 91.38 mL de agua ultrapura con 8.62 mL de HCl concentrado. 
 
Acido sulfúrico 6 N (actividad de fitasa) 
Mezclar 32 mL de ácido sulfúrico concentrado con 168 mL de agua ultrapura (el ácido 
sulfúrico se agrega despacio para que no reaccione con el agua). Almacenar a 
temperatura ambiente. 
 
Acido tricloroacético (TCA) 15 % (actividad de fitasa) 




Disolver 30 g de acrilamida y 0.8 g de bisacrilamida en 60 mL de agua bidestilada 
(acrilamida 30 %, bisacrilamida 0.8 %). Aforar a 100 mL y almacenar en frasco oscuro a 
4C. 
 
Albúmina sérica bovina (ASB) 50 g/L (proteínas totales) 
Disolver 5 mg de ASB en 3 mL de agua bidestilada y aforar 5 mL (ASB 1 g/L). 
Tomar 250 L de esta solución y aforar a 5 mL con agua bidestilada. Almacenar a 4 °C. 
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Azul brillante de Coomassie (SDS-PAGE)  
Disolver 0.05 g de azul brillante de Coomassie R250 en 30 mL de agua bidestilada. 
Agregar 50 mL de metanol y 10 mL de ácido acético (azul brillante de Coomassie R250 
0.05 %, metanol 50 %, ácido acético 10 %). Aforar a 100 mL. Almacenar a temperatura 
ambiente en un frasco ámbar. 
 
Azul brillante de Coomassie (proteínas totales) 
Disolver 10 mg de azul brillante de Coomassie G-250 en 5 mL de etanol al 95 %, agitar 
vigorosamente. Agregar 10 mL de ácido fosfórico al 85 %. Mezclar vigorosamente por 
20 a 30 min, aforar a 100 mL con agua bidestilada, agitar nuevamente por 20 a 30 min y 
filtrar con papel Whatman no. 1 para eliminar el colorante no disuelto. Almacenar en un 
frasco ámbar a 4 °C. 
 
B 500X (Biotina 0.02 %) (medios de cultivo) 
Disolver 20 mg de biotina en 100 mL de agua bidestilada y esterilizar por filtración. 
Almacenar a 4ºC. La vida media de esta solución es de aproximadamente 1 año. 
 
Buffer 360 mM acetato de sodio pH 5.5-1 mM CaCl2 (actividad de fitasa) 
Disolver 2.95 g de acetato de sodio, 305 µL de acido acetico glacial y 100 μL de 1 M 
CaCl2 en 80 mL de agua ultrapura. Ajustar el pH a 5.5 con 1 M de NaOH y aforar a 100 
mL con agua ultrapura. Esterilizar en autoclave y almacenar en alícuotas de 10 mL a 
temperatura ambiente. 
 
Buffer de corrimiento para proteínas 5X (SDS-PAGE)  
Disolver 1.51 g de Tris [Trizma base o Tris (hidroxi-metil) aminometano], 7.2 g de 
glicina y 0.5 g de SDS, en 80 mL de agua bidestilada. Aforar a 100 mL. Solución de 
trabajo: mezclar 30 mL de buffer 5X con 150 mL de agua bidestilada. 
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Buffer 1 M fosfato de potasio, pH 6.0 (medios de cultivo) 
Disolver 10.1 g de K2HPO4 y 128.2 g de KH2PO4 en 80 mL de agua bidestilada, ajustar 
el pH a 6.0 con HCl concentrado o KOH, aforar a 100 mL y esterilizar en autoclave. 
Almacenar a temperatura ambiente, estable más de 1 año. 
 
Buffer de muestra pH 6.8, 2X (SDS-PAGE)  
Mezclar 20 mL de buffer Tris-HCl/SDS 0.5 M pH 6.8 4X, con 20 g de glicerol, 4 g de 
SDS, 2 mL de -mercaptoetanol y 1 mg de azul de bromofenol, en 40 mL de agua 
ultrapura y aforar a 100 mL. (Tris-HCl/SDS 0.1M pH 6.8 4X, glicerol 20 %, SDS 4 %, 
azul de bromofenol 0.001%) Hacer alícuotas de 1 mL y almacenar a –20 C. 
 
Buffer 250 mM Glicina-HCl pH 2.5-1 mM CaCl2 (actividad de fitasa) 
Disolver 1.87 g glicina y 100 μL de 1 M CaCl2 en 80 mL de agua ultrapura. Ajustar el 
pH a 2.5 con HCl concentrado y aforar a 100 mL con agua ultrapura. Esterilizar en 
autoclave y almacenar en alícuotas de 10 mL a temperatura ambiente. 
 
Buffer 1 M Tris-HCl  
Disolver 12.11 g de tris base en 70 mL de agua ultrapura. Ajustar al pH deseado con 
HCl concentrado. Aforar a 100 mL con agua ultrapura. Esterilizar por autoclave y 
almacenar a temperatura ambiente. 
 
Buffer 100 mM Tris-HCl pH 7.5-1 mM CaCl2 (actividad de fitasa) 
Mezclar 10 mL de buffer 1 M Tris-HCl, pH 7.5, 100 μL de 1 M CaCl2 y 80 mL de agua 
ultrapura. Ajustar el pH a 7.5 con HCl concentrado y aforar a 100 mL. Esterilizar en 
autoclave y almacenar en alícuotas de 10 mL a temperatura ambiente. 
 
Buffer 100 mM Tris-HCl pH 9 1 mM CaCl2 (actividad de fitasa) 
Mezclar 10 mL de buffer 1 M Tris-HCl, pH 7.5, 100 μL de 1 M CaCl2 y 80 mL de agua 
ultrapura. Ajustar el pH a 9 con HCl concentrado y aforar a 100 mL con agua ultrapura. 
Esterilizar en autoclave y almacenar en alícuotas de 10 mL a temperatura ambiente. 
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Buffer 0.5 M Tris-HCl/SDS pH 6.8, 4X (SDS-PAGE) 
Disolver 6.05 g de tris base y 0.4 g de SDS en 40 mL de agua bidestilada. Ajustar el pH 
a 6.8 con 1 N HCl. Aforar a 100 mL con agua bidestilada (0.5 M Tris-HCl pH 6.8, SDS 
0.4 %). Esterilizar por filtración y almacenar a 4°C. Solución estable por 1 mes. 
 
CaCl2 1 M (actividad de fitasa) 
Disolver 14.7 g de CaCl2.2H2O en 80 mL de agua ultrapura. Aforar a 100 mL con agua 
ultrapura, esterilizar por filtración o autoclave. Almacenar a temperatura ambiente. 
 
D 10X (Dextrosa 20 %) (medios de cultivo) 
Disolver 20 g de D-glucosa en 100 mL de aguan bidestilada. Distribuir en alícuotas de 
40 mL, en tubos cónico estériles de 50 mL. Esterilizar por filtración o autoclave. Estable 
por 1 año a temperatura ambiente.  
 
Estándar de fosfato A: fosfato de potasio monobásico 5.18 mM (159.4 mg/mL) 
(actividad de fitasa) 
Disolver 70.19 mg de fosfato de potasio monobásico anhidro (KH2PO4) en 50 mL de 
agua ultrapura y aforar a 100 mL con agua ultrapura. Almacenar en alícuotas de 600 μL 
en tubos cónicos de 1.5 mL a –20°C. 
 
Estándar de fosfato B: fosfato de potasio monobásico 2.59 mM (79.7 mg/mL) 
(actividad de fitasa) 
Disolver 35.094 mg de fosfato de potasio monobásico anhidro (KH2PO4) en 50 mL de 
agua ultrapura y aforar a 100 mL con agua ultrapura. Almacenar en alícuotas de 600 μL 
en tubos cónicos de 1.5 mL a –20°C. 
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Estándar de fosfato C: fosfato de potasio monobásico 0.518 mM (15.94 mg/mL) 
(actividad de fitasa) 
Hacer una dilución 1:10 del estándar A con agua ultrapura, tomar 5 mL de esta dilución 
y aforar a 50 mL con agua ultrapura. Almacenar en alícuotas de 600 μL en tubos cónicos 
de 1.5 mL a –20°C. 
 
Extracto de salvado de trigo 
Disolver 10 g de cascarilla de salvado de trigo en 100 mL de agua ultrapura. Esterilizar 
en autoclave (120ºC, durante 60 min), dejar enfriar durante toda la noche, después filtrar 
con una tela de gasa (seis capas) obteniendo el extracto de salvado de trigo el cual se 
lleva al volumen inicial. Esta solución se utiliza para la preparación del medio de 
salvado de trigo y se utiliza el día de la preparación (extracto utilizado para la 
elaboración del medio de salvado de trigo). 
 
Fitato de sodio 2 mM (actividad de fitasa) 
Disolver 18.4 mg de fitato de sodio en 10 mL de buffer 100 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM 
CaCl2. 
 
GY 10X (medios de cultivo) 
Mezclar 10 g de glicerol con 90 mL de agua bidestilada y esterilizar en autoclave o por 
filtración (Glicerol 10 %). Almacenar a temperatura ambiente. La vida media de esta 
solución es de más de 1 año. 
 
Hidróxido de sodio 1 M (1 N) 
Disolver 40 g de NaOH en 80 mL de agua ultrapura, aforar a 100 mL de agua ultrapura. 
 
Medio BMG /BMGH (amortiguado con o sin histidina) 
Mezclar 69.8 mL de agua bidestilada estéril, 10 mL de buffer de 1 M fosfato de potasio 
pH 6.0, 10 mL de YNB 10X, 10 mL de GY 10X y 0.2 mL de B 500X. Para hacer 
BMGH adicionar 1 mL de la solución de H 100X y utilizar 68.8 mL de agua destilada 
estéril (fosfato de potasio 100 mM pH 6.0, YNB 1.34%, biotina 4 x 10
-5
 %, glicerol 1%) 
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Almacenar a 4ºC. La vida media de esta solución es de aproximadamente 2 meses. Para 
preparar placas adicionar al agua 15 g de agar. 
 
Medio BMM amortiguado 
Mezclar 69.8 mL de agua bidestilada esteril 10 mL de buffer de 1 M fosfato de potasio 
pH 6.0, 10 mL de YNB 10X, 10 mL de GY 10X y 0.2 mL de B 500X. (fosfato de 
potasio 100 mM pH 6.0, YNB 1.34%, biotina 4 x 10
-5
 %, metanol 0.75 Almacenar a 
temperatura ambiente en alícuotas de 25 mL. Al momento de inocular el cultivo, 
adicionar 187.5 μL de metanol absoluto por cada 25 mL de medio. La vida media de esta 
solución es de aproximadamente 2 meses. 
 
Medio de salvado de trigo 
Disolver 0.4 mg de ffosfato dibásico anhidro (K2HPO4), 0.5 g de fosfato monobásico de 
potasio (KH2PO4), 40 mg de sulfato de amonio ((NH4)2SO4), 20 mg sulfato de magnesio 
(MgSO4), 1 g de caseína en 100 mL de extracto de salvado de trigo, esterilizar en 
autoclave. Esta solución se utiliza el día de preparación.  
 
Medio YPD 
Disolver 10 g de extracto de levadura, 20 g de peptona, y 20 g de glucosa en 1000 mL de 
agua destilada (extracto de levadura 1%, peptona 2%, glucosa 1%). Esterilizar en 
autoclave y almacenar a temperarura ambiente o 4 ºC. La vida media de esta solución es 
de varios meses. 
 
Molibdato de Amonio 2.5 % (actividad de fitasa) 
Disolver 2.5 g de molibdato de amonio en 100 mL de agua ultrapura. Almacenar a 
temperatura ambiente. 
 
Persulfato de amonio 10% (SDS-PAGE) 
Disolver 2 g de persulfato de amonio en 20 mL de agua bidestilada. Almacenar a 4 C. 
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Reactivo A (actividad de fitasa) 
Preparar previo al momento de realizar la curva de calibración de fósforo y después de 
realizar la reaccion enzimatica de determinada muestra. Mezclar 20 mL de agua 
ultrapura con 10 mL de 6 N ácido sulfúrico, 10 mL de molibdato de amonio (2.5%), y 
10 mL de ácido ascórbico (10%) recién preparado. 
 
SDS 10 % (Dodecil Sulfato de Sodio) (SDS-PAGE) 
Disolver 10 g de SDS en 90 mL de agua bidestilada. Calentar a 68 ºC para facilitar su 
disolución.  
Solución decolorante (SDS-PAGE) 
Mezclar 5 mL de metanol con 7 mL de ácido acético, y aforar con agua bidestilada a 100 
mL (metanol 5 %, ácido acético 7%). Almacenar a temperatura ambiente. 
 
Solución Fijadora (SDS-PAGE) 
Mezclar 250 mL de metanol, con 50 mL de ácido acético y aforar con agua bidestilada a 
500 mL (metanol 50 %, ácido acético 10 %). Almacenar a temperatura ambiente. 
 
YNB 10X (medios de cultivo) 
Disolver 13.4 g de base nitrogenada de levadura (YNB) con sulfato de amonio y sin 
aminoácidos en 100 mL de agua bidestilada y esterilizar por filtración o autoclave (Base 
nitrogenada de levadura con sulfato de amonio sin aminoácidos 13.4 %). Almacenar a 4 






Tablas con resultados de la caracterización bioquímica  
 
 
Tabla de valores de actividad relativa a diferentes pH a 37ºC y 1 mM de CaCl2 expresada en 
porcentaje respecto al valor más alto de actividad de cada fitasa. Cada valor representa la media 
de al menos tres determinaciones con un coeficiente de variación menor de 5% (C.V. < 5%). 
Enzimas Actividad relativa (%) 
pH 2.5 5.5 7.5 9.0 
PhyC-N 2 59 100 93 
PhyC-R 4 67 90 100 
FTE 8 68 100 27 
Natuphos 63 100 0 0 
Allzyme SSF 37 100 0 0 
 
 
Tabla de valores de actividad relativa a diferentes temperaturas a 1 mM de CaCl2 expresada en 
porcentaje respecto al valor más alto de actividad de cada fitasa. Cada valor representa la media 
de al menos tres determinaciones con un coeficiente de variación menor de 5% (C.V. < 5%). 
Enzimas Actividad relativa (%) 
Temperatura  25 ºC 37 ºC  45 ºC  55ºC  70ºC  80 ºC 
PhyC-N 8 15 20 100 36 12 
PhyC-R 23 51 63 100 11 4 
FTE 87 92 100 17 8 1 
Natuphos 55 78 100 59 1 0 






Tabla con valores de la estabilidad a 37ºC y 1 mM CaCl2 la actividad relativa es expresada en 
porcentaje respecto al valor inicial de cada fitasa. Cada valor representa la media de al menos 
tres determinaciones con un coeficiente de variación menor de 5% (C.V. < 5%). 
Enzimas 
Actividad relativa (%) 
0 min 10 min 30 min 120 min  
PhyC-N 100 105 107 113 
PhyC-R 100 95 99 105 
FTE 100 76 51 2 
Natuphos 100 93 95 92 
Allzyme SSF 100 106 97 78 
 
Tabla con valores de actividad residual a 37°C y 10 min a diferentes condiciones 
experimentales. Actividad residual se expresa en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. 
Cada valor representa la media de al menos tres determinaciones. 
Enzima 
Termoestabilidad a 37ºC 
Actividad residual (%) 
PhyC-N PhyC-R FTE Natuphos Allzyme SSF 
1 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
96+7 109+1 104+3 78+2 83+3 
5 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
103+8 120+6 100+6 ND ND 
1 mM CaCl2 
(pH 7.5) 
89+5 79+2 88+4 0+1 0+1 
5 mM CaCl2 
(pH 7.5) 
88+3 87+4 101+4 ND ND 
ND= No determinado 
Tabla con valores de actividad residual a 60°C y 10 min a diferentes condiciones 
experimentales. Actividad residual se expresa en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. 
Cada valor representa la media de al menos tres determinaciones. 
Enzima 
Termoestabilidad a 60ºC 
Actividad residual (%) 
PhyC-N PhyC-R FTE Natuphos Allzyme SSF 
1 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
56+11 5+1 67+5 60+2 18+3 
5 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
90+14 95+8 106+2 ND ND 
1 mM CaCl2 
(pH 7.5) 
86+8 65+5 2+1 0+1 0+1 
5 mM CaCl2 
(pH 7.5) 
104+7 102+1 42+2 ND ND 
ND= No determinado 
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Tabla con valores de actividad residual a 80°C y 10 min a diferentes condiciones 
experimentales. Actividad residual se expresa en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. 
Cada valor representa la media de al menos tres determinaciones. 
Enzima 
Termoestabilidad a 80ºC 
Actividad residual (%) 
PhyC-N PhyC-R FTE Natuphos Allzyme SSF 
1 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
7+4 0+7 83+2 48+3 65+6 
5 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
11+1 85+2 79+3 ND ND 
1 mM CaCl2 
(pH 7.5) 
2+2 36+5 0+1 0+2 0+1 
5 mM CaCl2 
(pH 7.5) 
68+4 36+7 30+1 ND ND 
ND= No determinado 
 
Tabla con valores de actividad residual de la PhyC-N a 37, 60 y 80ºC durante 10 min. Cada 
valor representa la media de al menos tres determinaciones. 
Actividad residual (%) 
PhyC-N 1 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
5 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
1 mM CaCl2 
(pH 7.5) 
5 mM CaCl2 
(pH 7.5) 
37 ºC 96+7 103+8 89+5 89+3 
60 ºC 56+11 90+14 86+8 104+7 
80 ºC 7+4 11+1 2+2 68+4 
 
 
Tabla con valores de actividad residual de la PhyC-R a 37, 60 y 80ºC durante 10 min.  
Cada valor representa la media de al menos tres determinaciones. 
Actividad residual (%) 
PhyC-R 1 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
5 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
1 mM CaCl2  
(pH 7.5) 
5 mM CaCl2  
(pH 7.5) 
37 ºC 109+1 120+6 79+2 87+4 
60 ºC 5+5 95+8 65+5 102+0 






Tabla con valores de actividad residual de la FTE a 37, 60 y 80ºC durante 10 min.  
Cada valor representa la media de al menos tres determinaciones. 
Actividad residual (%) 
FTE 1 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
5 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
1 mM CaCl2 
 (pH 7.5) 
5 mM CaCl2  
(pH 7.5) 
37 ºC 104+3 100+6 88+4 101+4 
60 ºC 67+5 106+2 2+1 42+2 
80 ºC 83+2 79+3 0+1 30+1 
 
 
Tabla con valores de actividad residual de la enzimas comerciales (Natuphos y Allzyme SSF) a 
37, 60 y 80ºC durante 10 min. Cada valor representa la media de al menos tres determinaciones. 
Actividad residual (%) 
Temperaturas 
Natuphos Allzyme SSF 
1 mM CaCl2 
(pH 5.5) 
1 mM CaCl2 
(pH 5.5 
37 ºC 78+2 83+3 
60 ºC 60+10 18+3 
80 ºC 48+3 65+6 
 
 
Tabla con valores actividad residual de PhyC-N debido a la susceptibilidad a enzimas digestivas 
de camarón expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada valor representa 
la media de al menos tres determinaciones. 
PhyC-N 
Actividad residual (%) 
0 min 10 min 30 min 120 min  
Tris * 100+6 105+7 107+7 113+7 
Hp 1X 100+0 92+5 90+1 101+5 
Hp 10X 100+5 113+2 108+4 109+5 
Hp 40X 100+5 94+4 91+2 ND 
ND= No determinado  
Tris: ensayo control, contiene fitasa y tris en lugar de la enzima digestiva (Hp.) 
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Tabla con valores actividad residual de PhyC-R debido a la susceptibilidad a enzimas digestivas 
de camarón expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada valor representa 
la media de al menos tres determinaciones. 
PhyC-R 
Actividad residual (%) 
0 min 10 min 30 min 120 min 
Tris 100+2 95+8 99+9 105+7 
Hp 1X 100+3 97+3 90+3 96+2 
Hp 10X 100+5 94+10 102+7 60+5 
Hp 40X 100+3 86+3 62+4 ND 
ND= No determinado 
Tris: ensayo control, contiene fitasa y tris en lugar de la enzima digestiva (Hp.) 
 
Tabla con valores actividad residual de FTE debido a la susceptibilidad a enzimas digestivas de 
camarón expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada valor representa la 
media de al menos tres determinaciones. 
 
FTE 
Actividad residual (%) 
0 min 10 min 30 min 120 min 
Tris 100+6 76+7 51+8 2+6 
Hp 1X 100+3 77+1 47+2 0+0 
Hp 10X 100+3 51+0 14+4 0+0 
Hp 40X 0+0 0+0 0+0 ND 
ND= No determinado  
Tris: ensayo control, contiene fitasa y tris en lugar de la enzima digestiva (Hp.) 
 
Tabla con valores actividad residual de Natuphos debido a la susceptibilidad a enzimas 
digestivas de camarón expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada valor 
representa la media de al menos tres determinaciones. 
Natuphos 
Actividad residual (%) 
0 min 10 min 30 min 120 min 
Tris 100+4 93+3 95+2 92+0 
Hp 1X 100+2 90+2 75+2 46+1 
Hp 10X 100+4 89+3 71+2 39+0 
Hp 40X 100+1 122+3 91+4 ND 
ND= No determinado  
Tris: ensayo control, contiene fitasa y tris en lugar de la enzima digestiva (Hp.) 
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Tabla con valores actividad residual de Allzyme SSF debido a la susceptibilidad a enzimas 
digestivas de camarón expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada valor 
representa la media de al menos tres determinaciones. 
Allzyme SSF 
Actividad residual (%) 
0 min 10 min 30 min 120 min 
Tris 100+9 93+13 95+4 92+7 
Hp 1X 100+2 91+4 110+2 81+7 
Hp 10X 100+5 106+9 97+0 78+5 
Hp 40X 100+4 108+0 117+2 ND 
ND= No determinado  
Tris: ensayo control, contiene fitasa y tris en lugar de la enzima digestiva (Hp.) 
 
 
Tabla con valores actividad residual de Allzyme SSF debido a la susceptibilidad a enzimas 
digestivas de camarón durante 30 min, expresada en porcentaje respecto al valor de actividad 
inicial. Cada valor representa la media de al menos tres determinaciones. 
Actividad residual (%) 
 PhyC-N PhyC-R FTE Natuphos Allzyme SSF 
Hp 1X 84+1 90+2 93+2 79+1 116+2 
Hp 10X 100+4 103+7 28+6 75+1 102+0 
Hp 40X 94+2 67+3 0+0 100+4 116+4 
 
 
Tabla con valores actividad residual de Allzyme SSF debido a la susceptibilidad a enzimas 
digestivas de camarón durante 120 min, expresada en porcentaje respecto al valor de actividad 
inicial. Cada valor representa la media de al menos tres determinaciones. 
Actividad residual (%) 
 PhyC-N PhyC-R FTE Natuphos Allzyme SSF 
Hp 1X 92+6 92+1 0+0 50+0 88+6 
Hp 10X 82+3 58+3 0+0 43+0 85+5 
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Tabla con valores actividad residual de PhyC-N debido a la susceptibilidad a la enzimas tripsina 
porcina expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada valor representa la 
media de al menos tres determinaciones. 
PhyC-N 
Actividad residual (%) 
0 min 10 min 30 min 
Tris 100+7 102+10 105+7 
Tripsina 1X 100+3 95+6 88+7 
Tripsina 10X 100+10 94+10 112+11 
Tris: ensayo control, contiene fitasa y tris en lugar de la enzima digestiva (Tripsina) 
 
 
Tabla con valores actividad residual de PhyC-R debido a la susceptibilidad a la enzimas tripsina 
porcina expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada valor representa la 
media de al menos tres determinaciones. 
PhyC-R 
Actividad residual (%) 
0 min 10 min  30 min 
Tris 100+4 95+6 93+5 
Tripsina 1X 100+6 95+2 92+6 
Tripsina 10X 100+10 103+2 108+12 
Tris: ensayo control, contiene fitasa y tris en lugar de la enzima digestiva (Tripsina) 
 
 
Tabla con valores actividad residual de FTE debido a la susceptibilidad a la enzimas tripsina 
porcina expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada valor representa la 
media de al menos tres determinaciones. 
FTE 
Actividad residual (%) 
0 min 10 min 30 min 
Tris 100+4 88+5 66+4 
Tripsina 1X 100+3 101+6 89+4 
Tripsina 10X 100+2 96+6 96+1 
Tris: ensayo control, contiene fitasa y tris en lugar de la enzima digestiva (Tripsina) 
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Tabla con valores actividad residual de Natuphos debido a la susceptibilidad a la enzimas 
tripsina porcina expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada valor 
representa la media de al menos tres determinaciones. 
Natuphos 
Actividad residual (%) 
0 min 10 min 30 min 
Tris 100+0 94+4 92+5 
Tripsina 1X 100+1 93+2 91+8 
Tripsina 10X 100+8 104+2 104+2 
Tris: ensayo control, contiene fitasa y tris en lugar de la enzima digestiva (Tripsina) 
 
 
Tabla con valores actividad residual de Allzyme SSF debido a la susceptibilidad a la enzimas 
tripsina porcina expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada valor 
representa la media de al menos tres determinaciones. 
Allzyme SSF 
Actividad residual (%) 
0 min 10 min 30 min 
Tris 100+8 86+4 92+4 
Tripsina 1X 100+8 105+11 100+6 
Tripsina 10X 100+7 89+5 114+6 
Tris: ensayo control, contiene fitasa y tris en lugar de la enzima digestiva (Tripsina) 
 
 
Tabla con valores actividad residual de PhyC-N debido a la susceptibilidad a la enzimas tripsina 
porcina durante 30 min, expresada en porcentaje respecto al valor de actividad inicial. Cada 
valor representa la media de al menos tres determinaciones. 
Actividad residual (%) 
 PhyC-N PhyC-R FTE Natuphos Allzyme SSF 
Tripsina 1X 83+6 98+7 134+5 99+8 108+6 






Lista de Reactivos 
 
Nombre del Reactivo PM Compañia de Venta 
Fosfato monobásico de potasio 
(KH2PO4) 
136.09 Fermont 35862 





174.18 Fermont 35842 





4  114.12 Sigma A-4418 
Sulfato de magnesio (MgSO
4)  246.47 Fermont 63622 
Hidrolizado de caseína  
------ Sigma C-0626 
Cloruro de calcio  
74.55 Sigma C-3306 
Base nitrogenada de levadura (YNB)  
------- Sigma Y-0626 
Biotina  
244.31 Sigma B-4501 
Glicerol  
92.10 Fermont 06201 
Metanol  32.04 Fermont 06125 
Ácido fítico ó fitato de sodio  
923.8 Sigma P-3168 
Trizma-base  
121.14 Sigma T-6066 
Acetato de sodio  
82.03 Sigma F-0670 
Ácido clorhídrico  
36.46 Productos Químicos 
Monterrey 01245 
Hidróxido de sodio  
56.11 Fermont 36901 
Ácido sulfúrico  
98.08 Productos Químicos 
Monterrey 01615 
Molibdato de amonio  
1235.86 Fermont 40051 
Ácido ascórbico  
176.13 Fermont 03121 
Ácido tricloroacético  
163.13 Fermont 03701 
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Azul brillante de coomassie G-250  
854.00 Sigma B-0770 
Alcohol etílico 96° G.L:  
46.07 Jalmek A-3380-16 
Ácido fosfórico 85%  
98.00 Fermont 01335 
Acido acetico glacial  
60.05 Fermont 03015 
Acrilamida  




dodecil sulfato de sodio SDS  
288.38 Promega-H-5114 
Glicina  
75.07 Sigma G-7126 
Persulfato de amonio  
228.20 Gibco BRL 11039D 
N,N,N’,N’-Tetrametilendiamina 
TEMED  
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